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Kapitel 1
Einleitung: Archaeen
1.1 Evolution
Die Welt der Lebewesen lässt sich mit Hilfe der Genomanalyse in drei große Ab-
teilungen untergliedern: Bakterien, Archaeen und Eukaryoten (Abbildung 1.1). 1
Bei den Eukaryoten (griech. eu = richtig und karyon = Kern) befindet sich die
Abbildung 1.1: Evolutionärer Verlauf des Lebens 2
DNA in einem speziellen von einer Membran umgebenen Kompartiment, dem Kern.
Prokaryoten haben dagegen kein ausgesprochenes Kernkompartiment, um ihre DNA
unterzubringen. Des Weiteren umfassen die Prokaryoten zwei verschiedene Gruppen,
die sich frühzeitig in der Geschichte des Lebens auf der Erde auseinander entwickelt
haben - entweder bevor sich die Urformen der Eukaryoten als getrennte Gruppe
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Abbildung 1.2: Lebensraum von thermophilen Bakterien 3
abzweigten oder ungefähr zur gleichen Zeit. Die beiden Gruppen der Prokaryoten
werden Bacteria (oder Eubacteria) und Archaeen (oder Archaebacteria) genannt.
Prokaryotenzellen kommen in enormer Mannigfaltigkeit in den unterschiedlichsten
ökologischen Nischen vor und sind in ihren biochemischen Fähigkeiten in weit größe-
rem Maß anpassungsfähig als Eukaryotenzellen. So sind organotrophe, phototrophe
und lithotrophe Arten bekannt, die wahlweise organische Moleküle als Nahrung
nutzen, Lichtenergie einfangen oder von einer einfachen Nahrung aus anorganischen
Stoffen leben. Letztere erhalten ihren Kohlenstoff aus CO2 und können als Energie-
lieferanten z.B. elementaren Schwefel aus ihrer anorganischen Umgebung nutzen.
Die Archaeen wurden erst in jüngster Zeit in extremen Lebensräumen wie Mooren,
Meerestiefen, Salzlaken oder heißen, sauren Quellen (Abbildung 1.2) entdeckt.
J. A. Brierley berichtete 1966 von der Isolierung eines Organismus, der Sulfolobus
ähnelte. 4 T. D. Brock gelang 1972 die Charakterisierung einer neuen Gattung von
Schwefel oxidierenden Bakterien, die unter sauren Bedingungen und bei hohen Tem-
peraturen leben. 5 Im Speziellen taufte er eine einzelne Spezies Sulfolobus acido-
caldarius. Der Name rührt von der gelappten Struktur (lat. Lobus = Lappen) des
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Organismus und den Lebensumständen her. Das Bakterium oxidiert Schwefel 6 (lat.
sulfur = Schwefel) und lebt in sauren (lat. acidus = sauer), thermalen (lat. caldarius
= zu Wärme gehörend) Quellen. Die Membran von thermoacidophilen Archaeen ist
unter verschiedensten Wachstumsbedingungen stabil. 4,7,8 Diese Unempfindlichkeit
der Archaeenmembran gegenüber extremen Umweltbedingungen weckte das Inter-
esse, die physikalischen Eigenschaften der Membrankomponenten genauer zu unter-
suchen. 9 Es wird vermutet, dass die Stabilität der Membran unter anderem von der
einzigartigen chemischen Struktur der Archaelipide herrührt. 10,11 Die Eigenschaft
der Archaelipide, eine hohe mechanische Stabilität zu besitzen, macht sie einzigartig
und ermöglicht neue Applikationen. 12
1.2 Membranen und Lipide
Biologische Membranen sind flexible selbstdichtende Grenzen, welche die perme-
able Barriere der Zellen bilden. Die Zellen ihrerseits werden durch Membranen in
verschiedene Reaktionsräume (Kompartimente) unterteilt, in denen die vielfältigen
biochemischen Prozesse wohlgeordnet ablaufen können. Cytoplasmische Membra-
nen sind sehr komplexe Strukturen und bestehen im Wesentlichen aus einer Doppel-
oder Monoschicht von Lipidmolekülen, die eine Matrix bilden, in der verschiede-
ne Membranproteine treiben (Abbildung 1.3). 13 Dieses gedankliche Bild des Auf-
baus der Membran wurde als Flüssig-Mosaik-Modell von S. J. Singer und G. L.
Nicolson beschrieben. 14 Die Hauptaufgabe von Lipidmembranen ist die Trennung
des Zellinneren vom extrazellulären Raum. Sie fungieren dort als hochselektive
Permeabilitätsschranken. Des Weiteren finden zahlreiche physiologisch bedeutende
Prozesse an der Zellmembran statt. Die physikalischen Eigenschaften der Membran
beeinflussen diese Prozesse direkt auf eine Art und Weise, die oftmals schwierig
festzustellen ist. Jede spezialisierte Membran besitzt eine einzigartige Struktur, Be-
schaffenheit und Funktion. Ferner existieren innerhalb jeder Membran Subdomä-
nen wie zum Beispiel ”rafts” 16 , Lipid-Domänen und Organisationen von membran-
assoziierten Komplexen mit eigener einzigartiger Beschaffenheit. Die meisten Pro-
karyotenzellen leben als unabhängige Einzelzellen und nicht als multizelluläre Orga-
nismen. Sie besitzen in der Regel eine derbe Schutzhülle - die Zellwand -, unter der
die Plasmamembran ein einziges Cytoplasmakompartiment einschließt, welches die
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Abbildung 1.3: Zellmembran aus einer Lipiddoppelschicht und peripheren sowie integralen
Proteinen 15
DNA, RNA, Proteine und die übrigen lebensnotwendigen kleinen Moleküle enthält.
Durch den Zellwandaufbau unterscheiden sich die Archaeen deutlich von ande-
ren Prokaryoten. 17 Die Cytoplasmamembranen sind nicht aus den bei Bakterien
üblichen doppelschichtigen Fettsäureglycerinestern, sondern aus einschichtigen Iso-
prenoidlipiden aufgebaut. Diese Zusammensetzung verleiht vielen Archaeen die Ei-
genschaft, auch bei extremen Bedingungen (hohe Temperatur, niedriger pH-Wert)
persistieren und Stoffwechsel betreiben zu können.
Bakterielle und eukaryotische Lipide setzen sich aus zwei hydrophoben Fettsäure-
ketten zusammen, die jeweils über eine Esterbindung mit der C(1)- und C(2)-
Position des Glycerins verbunden sind. An der C(3)-Position des Glycerins be-
findet sich eine Phosphatgruppe, die ihrerseits mit einem Rest verestert ist, der
sich von einem polaren Alkohol ableitet. Aufgrund des amphipathischen Charakters
bilden diese Lipide in einer wässrigen Umgebung Lipiddoppelschichten, wobei die
hydrophilen Köpfe mit dem Wasser in Kontakt bleiben, während die hydrophoben
Schwänze ins Innere der Membran gerichtet sind (Abbildung 1.3 und 1.4).
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Abbildung 1.4: Struktur der Archaeenmembran. Oben: Archaeenmembran, 1 Isoprenseiten-
ketten, 2 Etherbindung, 3 L-Glycerol, 4 Phosphatrest. Mitte: Bakterien- und Eukaryotenmem-
bran: 5 Fettsäureketten, 6 Esterbindung, 7 D-Glycerol, 8 Phosphatrest. Unten: 9 Lipiddoppel-
schicht in Bakterien, Eukaryoten und den meisten Archaeen, 10 Lipidmonoschicht in einzelnen
Archaeen (entnommen aus Wikipedia)
Die Phospholipide in der Zellmembran der Archaeen unterscheiden sich in vier
wesentlichen Punkten von denen anderer Zellen: 18
1. in der Stereochemie des Glycerins,
2. der Etherverknüpfung der Lipide,
3. den Fettalkoholen statt Fettsäuren und
4. der Verzweigung der Kohlenstoffketten.
Das in den Archaeen zum Aufbau der Phospholipide verwendete Glycerin ist
ein Stereoisomer des Glycerins, welches in bakteriellen und eukaryotischen Lipi-
den vorkommt. Während letztere D-Glycerin enthalten, weisen Archaemembranen
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L-Glycerin auf. Aufgrund dessen wird davon ausgegangen, dass Archaeen und Bakte-
rien/Eukaryoten völlig unterschiedliche Enzyme für die Synthese ihrer Phospholipide
verwenden, da die Enzyme auf eine enantiomere Form spezialisiert sind. Eine weitere
Besonderheit der Archaelipide liegt in der Verknüpfung der Seitenketten mit dem
Glycerin über eine Etherbindung; es liegt also ein Fettalkoholglycerinether vor. Die
größere chemische Stabilität der Etherbindung gegenüber der Esterbindung könnte
eine Ursache für das Überleben der Archaeen unter extremen Bedingungen sein. 19,20
Die in Archaeen zum Aufbau der Phospholipide verwendeten Fettalkohole setzen
sich in der Regel aus Isopreneinheiten mit 20 C-Atomen zusammen (sog. Phytane).
Diese Isoprenseitenketten können miteinander verknüpft vorliegen, sodass wahlweise
die beiden Seitenketten eines einzelnen Phospholipids miteinander verbunden sind
oder die beiden Seitenketten mit denen eines weiteren Phospholipids auf der ande-
ren Seite der Membran verknüpft werden. Dabei bilden sich sogenannte Tetraether,
die zwei Ketten aus 40 C-Atomen besitzen, welche an beiden Enden an Glycerin
gebunden sind und die einzigartige Fähigkeit aufweisen, die gesamte Dicke der Plas-
mamembran zu durchspannen. Dementsprechend ist in einigen Archaeen die Phos-
pholipiddoppelschicht durch eine Monoschicht ersetzt, die zwei polare Kopfgruppen
enthält (Abbildung 1.4 und 1.5). 21–24 Dieser Aufbau führt vermutlich zu einer grö-
ßeren Stabilität der Membran in extremen thermophilen und acidophilen Umgebun-
gen. 25,26 Es wird vermutet, dass sich ein Netzwerk aus Wasserstoffbrücken zwischen
den polaren Kopfgruppen bildet, das mit der Rigidität und der kompakten Packung
der Lipide innerhalb der Membran die thermophilen Eigenschaften verursacht. 27–30
Eine weitere wichtige Eigenschaft der Archaelipide ist die Verzweigung der Isopren-
seitenketten, welche die Ausbildung von Kohlenstoffringen wie Cyclopropan oder
Cyclohexan ermöglicht. Es hat den Anschein, dass dieser Ring ähnlich wie Choles-
terol in eukaryotischen Zellen einen stabilisierenden Effekt besitzt und somit die
Funktionalität der Archaemembran auch bei hohen Temperaturen gewährleistet. 31
Die in dieser Arbeit verwendeten Archaeen Sulfolobus acidocaldarius besitzen ei-
ne Plasmamembran, die zu ∼ 90% aus bipolaren Tetraetherlipiden besteht, 33–35
deren Hauptbestandteil die sogenannte ”Polar Lipid Fraction E” (PLFE) ist, 36,37
welche sich ihrerseits aus 90% Glycerol-dialkyl-nonitol-tetraether (GDNT) und 10%
Glycerol-dialkyl-glyceryl-tetraether (GDGT) zusammensetzt. Diese beiden Haupt-
linien der Tetraetherlipide sind Dimere des Diphytanylglycerol-Diethers und weisen
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Abbildung 1.5: Struktur von PLFE: A. GDGT und B. GDNT mit R1 = Inositol; R2 = 𝛽-D-
Glukopyranose; R3 = 𝛽-D-Galactosyl-𝛽-D-Glucopyranose
32
demzufolge eine Kettenlänge von 40 C-Atomen auf. Der Nonitolrest kann dabei so-
wohl in offenkettiger Form als auch in Ringform vorliegen, wobei in Abhängigkeit
von der Wachstumstemperatur bis zu vier 1,3-verknüpfte Cytopentanringe gebildet
werden können. 38 Weitere Modifikationen der Tetraether erfolgen durch Substitu-
tion der sn-1-Position mit verschiedenen hydrophilen Kopfgruppen wie Zuckerresten,
Phosphatresten oder dem erwähnten Nonitolrest (Abbildung 1.4). GDNT enthält
ein Phosphatidyl-myo-inositol an einem Ende und eine 𝛽-Glukose am anderen En-
de. Dagegen ist beim GDGT ein Glycerol mit einem Phosphatidyl-myo-inositol und
das andere mit 𝛽-D-Galactosyl-D-Glukose verknüpft (Abbildung 1.5). 32
Die Lipidzusammensetzung bestimmt die Fluiditäts- und Permeabilitätseigen-
schaften von Membranen. Bei der Wachstumstemperatur eines Organismus (60 −
70 ∘C für Sulfolobus) befindet sich die Membran in der flüssigkristallinen Phase 39 ,
was die optimale Funktion der Membranproteine gewährleistet. Die grundlegenden
Informationen über die chemischen und physikalischen Eigenschaften von Lipiden
stammen aus Untersuchungen der großen Klasse der Phospholipide von Eubakterien
und Eukaryoten. Dagegen konnten bisher nur wenige Informationen über die Lipide
der Archaeen erhalten werden.
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1.3 Phasenverhalten von Lipiden
Membranlipide setzen sich vorwiegend aus Phospholipiden, Glykolipiden und Cho-
lesterin zusammen, wobei die Phospholipide den weitaus größten Anteil einneh-
men. Phospholipide sind Amphiphile, d.h. sie bestehen aus einer hydrophilen Phos-
phatgruppe, an die z. B. Cholin gebunden ist (Kopf) und zwei hydrophoben Fett-
säureketten (Ketten). Aufgrund des hydrophoben Effekts richten sich die Lipide in
wässriger Lösung so aus, dass die hydrophilen Kopfgruppen nach außen zum Was-
ser zeigen, während die hydrophoben Ketten in der Mitte aneinander stoßen und
dort das Wasser verdrängen. Diese Anordnung ist in wässriger Lösung der energe-
tisch günstigste Zustand. Daraus resultiert eine Struktur aus mehrschaligen (multi-
lamellaren), geschlossenen Vesikeln, die sich aus Lipiddoppelschichten bildet und
die Wechselwirkung der hydrophoben Ketten mit den Wassermolekülen verhindert.
Die makroskopische Struktur von Phospholipidlösungen ist von der Art der Lipide
und dem Wassergehalt abhängig (lyotroper Polymorphismus). So bildet Dipalmi-
toylphosphatidylcholin (DPPC) bis zu einem Wassergehalt von etwa 30% Massen-
anteil lamellare Phasen aus parallelen, übereinander gestapelten Doppelschichten.
Bei höherem Wassergehalt entstehen heterogene wässrige Dispersionen aus geschlos-
senen, multilamellaren Strukturen (Liposomen). Das temperaturabhängige Phasen-
verhalten (thermotroper Polymorphismus) von untersuchten Modellsystemen reiner
Lipiddoppelschichten kann anhand von DPPC (Abbildung 1.6), einem Phospholipid
mit zwei gesättigten C16-Fettsäureketten, beispielhaft gezeigt werden.
Abbildung 1.6: Struktur von 1,2-Dipalmitoyl-sn-glycerophosphatidylcholin
Vier thermotrope lamellare Strukturen bzw. drei endotherme Phasenumwandlungen
können in Abhängigkeit von der Temperatur beobachtet werden (Abbildung 1.7).
Die kristalline 𝐿𝑐-Phase (Sub-Gel-Phase) liegt bei 𝑇 < 18 ∘C vor. Sie ist aber nur
nach mehrwöchiger Inkubation bei tiefen Temperaturen beobachtbar. Die Kohlen-
wasserstoffketten befinden sich bei diesen Temperaturen in einer kristallinen An-
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ordnung und können durch ein orthorhombisches Gitter charakterisiert werden. Die
freie Rotation der Lipidketten um die C-C-Achse ist dabei stark eingeschränkt.
Abbildung 1.7: Schematische Darstellung der thermotropen lamellaren Phasen von DPPC
(Abbildung in Anlehnung an Referenz 40)
Eine Subumwandlung tritt bei etwa 18 ∘C auf, wobei die Lipide in die 𝐿𝛽′-Phase
(Gelphase bei 18 ∘C < 𝑇 < 34 ∘C) übergehen. Die Ketten liegen überwiegend
gestreckt in der all-trans-Konformation nebeneinander vor und sind um einenWinkel
von etwa 30 ∘ gegen die Membrannormale geneigt. Die Packung der Ketten erfolgt
in einem verzerrten, quasi-hexagonalen Gitter.
Beim Überschreiten von 34 ∘C tritt eine relativ langsame Vorumwandlung ein. Die
Lipide bilden eine periodische wellige Überstruktur aus und liegen dann in der 𝑃𝛽′-
Phase vor (Gelphase bei 34 ∘C < 𝑇 < 41 ∘C). Die gestreckten Kohlenwasserstoff-
ketten sind in einem regulären hexagonalen Gitter angeordnet und stehen in etwa
senkrecht zur Membranoberfläche, wodurch die Schichtdicke der Membran drastisch
ansteigt.
Die Hauptumwandlung findet bei 𝑇 = 41 ∘C statt und läuft relativ schnell ab
(ca. 1 s). In dieser sogenannten 𝐿𝛼-Phase (flüssigkristalline Phase bei 𝑇 > 41 ∘C)
besitzen die Ketten eine große Zahl an gauche-Isomeren. Dies führt zu einer drasti-
schen Erhöhung der Beweglichkeit der Lipidketten, da sich die Kopfgruppenabstände
im Vergleich zu der 𝑃𝛽′-Phase deutlich erhöhen. Die 𝐿𝛼-Phase wird daher auch fluide
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oder flüssigkristalline Phase genannt und ist die biologisch relevante Phase, da hier
die Beweglichkeit der Moleküle am größten ist. Die Kettenlängen sind durch Bildung
mehrerer Rotationsisomere, z. B. 𝑔+-t-𝑔−-Kinken, verkürzt, wodurch sich die Dicke
der Lipiddoppelschicht im Vergleich zur 𝑃𝛽′-Phase verringert. Der Phasenzustand
einer Membran hängt neben der Temperatur auch von der Kettenlänge und dem
Sättigungsgrad der Kohlenwasserstoffketten sowie dem pH-Wert des umgebenden
Mediums ab.
1.4 Zielsetzung
Ziel der vorliegenden Dissertation ist eine systematische Analyse des thermotropen
Phasenverhaltens der Hauptkomponenten PLFE der Plasmamembran von Archae-
bakterien der Gattung Sulfolobus acidocaldarius. Kalorimetrische Methoden wie die
dynamische Differenzkalorimetrie (DSC) erlaubten dabei Aussagen über den Pha-
senübergang der Lipide, da diese mit einer Wärmeänderung einhergehen. Die mit der
Hauptumwandlung verbundene diskontinuierliche Volumenänderung lässt sich mit
Hilfe der Druck-Perturbations-Kalorimetrie (PPC) und der Dichtemessung bestim-
men. Letztere ermöglicht in Kombination mit Ultraschallmessungen die Ermittlung
der adiabatischen Kompressibilität, sodass mittels der verwendeten, sich ergänzen-
den Methoden eine umfassende thermodynamische Charakterisierung des PLFE’s
vorgenommen werden kann. Diese vorangestellten Messmethoden geben allerdings
keinen Aufschluss über die strukturellen Änderungen im Verlauf der thermotropen
Phasenumwandlung der Lipide. Um diese Lücke zu schließen, wird die Röntgen-
Reflektometrie eingesetzt. Des Weiteren werden Fluoreszenzanisotropiemessungen
durchgeführt, um Kenntnisse über die Beweglichkeit der Kopfgruppen des PLFE’s
zu erhalten.
Abschließend erfolgt ein Vergleich des thermotropen Phasenverhaltens von PLFE
mit dem von DPPC, das als etabliertes Modellsystem unter gleichen Bedingungen
analysiert wird. Die Ergebnisse sollen zu einem besseren Verständnis der größeren
Stabilität von Archaelipidmembranen führen.
Kapitel 2
Experimenteller Teil
2.1 Probenpräparation
Die Archaeen wuchsen aerob und heterotrop bei 65 ∘C und einem pH-Wert von
2, 5− 3, 0. Die Isolation der Lipidkomponenten (PLFE) aus getrockneten Zellen von
Sulfolobus acidocaldarius wurde durch eine 12-stündige Soxhlet-Extraktion mit Hilfe
eines Chloroform/Methanol-Gemisches (1:1, v/v) und anschließender Aufreinigung
erzielt. 37,41 Das Endprodukt enthielt PLFE mit einem bis fünf Cyclopentanringen
pro Molekül und wurde von Prof. Lee-Gau Chong (Temple University School of
Medicine, Philadelphia) bereitgestellt.
Eigenschaften PLFE DPPC
Summenformel Mix aus GDNT und GDGT C40H80NO8P
Molekulargewicht ∼ 2300 g/mol 41 733, 56 g/mol
Membranstruktur Lipidmonoschicht Lipiddoppelschicht
Tabelle 2.1: Eigenschaften der Lipide
Dipalmitoylphosphatidylcholin (DPPC) von Avanti Polar Lipids, Inc., wurde ohne
weitere Reinigung verwendet. Das trockene Lipid wurde nach dem Auswägen in Lö-
sung gebracht (DPPC in Chloroform und PLFE in Wasser/Methanol/Chloroform
5:25:70, v/v/v) und gevortext. Diese Lösung wurde für die Röntgenreflektometrie
direkt zum Spin-Coating benutzt, wobei die Konzentration der Lipide 10mg/mL be-
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trug. Für die weiteren Versuche (Dichte- und Ultraschallmessungen, DSC, PPC und
Fluoreszenzanisotropie) wurde die Probe anschließend mit einem Stickstoffstrom
vorgetrocknet und über Nacht in den Lyophilisator (Christ, ALPHA 1-2 Deutsch-
land) gegeben. Der lösungsmittelfreie, getrocknete Film wurde in deionisiertem Was-
ser (Milli-Q) resuspendiert und gevortext bis kein Lipid mehr auf der Wandung des
Probengefäßes angelagert war. Danach wurde die Probe für ca. 15 Minuten bei
45 ∘C (DPPC) bzw. 65 ∘C (PLFE) in ein temperierbares Ultraschallbad (Bandelin,
SONOREX RK 100 SH, Deutschland) gegeben. Die Proben wurden sieben Gefrier
(flüssiger Stickstoff) - Tau (Wärmebad bei 45 ∘C bzw. 65 ∘C) - Zyklen unterworfen,
zwischen denen die Probe gevortext wurde.
DPPC- und PLFE-Lipide bilden in wässriger Lösung durch Schütteln beziehungs-
weise Extrusion stabile multilamellare Vesikel (MLV) und große unilamellare Vesikel
(LUV). 30,37,42 Um gleichförmige, große unilamellare Liposomen definierter Größe zu
erhalten, wurde die Probe 21 Mal durch eine Polycarbonatmembran mit 100 nm no-
minalem Porendurchmesser (NucleporePolycarbonate TrackEtch, Whatman GmbH,
Dassel, Deutschland) bei 45 ∘C (DPPC) bzw. 65 ∘C (PLFE) mit Hilfe eines Mini-
Extruders (Avanti Polar Lipids, Alabaster, USA) extrudiert. 43 Die berechneten Li-
pidkonzentrationen für die kalorimetrischen Messungen (DSC/PPC) und Dichte-
messungen beliefen sich auf 5mg/mL beziehungsweise 4mg/mL für die Ultraschall-
und Anisotropiemessung.
TMA-DPH (1-(4-Trimethylammoniumphenyl)-6-phenyl-1,3,5-hexatrien-p-toluol-
sulfonat) (Invitrogen) wurde als Fluorophor für die Anisotropiemessung verwendet,
da es für Untersuchungen von dynamischen strukturellen Membraneigenschaften ge-
braucht wird. Es wird insbesondere für Fluoreszenzpolarisationsstudien rotierender
Bewegungen und für Membranfluiditätsmessungen verwendet. TMA-DPH besitzt
eine zylindrische Form und hat einen Fluoreszenzemissionsübergangsdipol, welcher
praktisch parallel zu der langen molekularen Achse des Moleküls ausgerichtet ist.
Dadurch ist es sehr empfindlich gegenüber Reorientierungen durch Wechselwirkung
mit umgebenden Lipiden. Zur Messung der Anisotropie wurden die Liposomen mit
in Ethanol gelöstem TMA-DPH im Verhältnis 1:1000 versetzt. In Tabelle 2.2 werden
einige physikalische Größen von TMA-DPH dargestellt.
Um gleiche Bedingungen bei den unterschiedlichen Messmethoden zu gewährleis-
ten, wurde auf einen Puffer verzichtet, da bei der Röntgenreflektometrie kein Puffer
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Eigenschaften
Summenformel C28H31NO3S
Molekulargewicht 461, 62 g/mol
Absorptionsmaximum 360 nm
Emissionsmaximum 430 nm
Übergangsdipole Winkel ca. 10 ∘C
Fluoreszenzlebensdauer 𝜏 1, 5− 7 ns
Maximale Anisotropie 𝑟0 0, 390
Tabelle 2.2: Physikalische Größen von TMA-DPH 44–46
verwendet werden konnte. Messungen mit Zitratpuffer bei pH 6,5 (entpricht dem
pH-Wert im Inneren von Sulfolobus acidocaldarius) 5 zeigten keinen Unterschied
im Kurvenverlauf der Ultraschallmessungen im Vergleich zu den Messungen ohne
Puffer.
2.2 Dichtemessungen
Das Grundprinzip der Dichtemessung basiert auf der Funktionsweise eines harmo-
nischen Oszillators. Die zu messende Lösung wird in ein schwingungsfähiges U-Rohr
mit bekanntem Leergewicht 𝑚 und Volumen 𝑉 gefüllt. Da das Schwingungsverhal-
ten des Rohrs nur vom freiliegenden Teil abhängt, d. h. dem zwischen den Fixie-
rungspunkten befindlichen Rohrstück, führt eine Überfüllung des Rohrs zu keiner
Verfälschung der Messung. Ein Piezoelement regt das Rohr zu Schwingungen bei
seiner Eigenfrequenz an, wobei der Referenzschwinger mit angeregt wird (Abbil-
dung 2.1). Die Schwingungsdauer 𝑇 wird durch optische Messaufnehmer bestimmt,
sodass sich daraus die Dichte der Lösung ermitteln lässt. In der klassischen Mechanik
ist ein harmonischer Oszillator ein System, welches, wenn es aus der Gleichgewichts-
bedingung gebracht wird, eine rücktreibende Kraft 𝐹R erfährt, die proportional zur
Auslenkung 𝑥 ist. Nach dem Hookschen Gesetz lässt sich die rücktreibende Kraft
schreiben als
𝐹R = −𝑘𝑥 (2.1)
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Abbildung 2.1: Dichtemessgerät mit U-Rohr als Biegeschwinger und Sensoren zur Frequenz-
bestimmung 47
mit 𝑘: Federkonstante. Nach dem zweiten Newtonschen Gesetz ist die Kraft 𝐹 das
Produkt aus Masse (𝑚U: Gesamtmasse des U-Rohrs) und Beschleunigung 𝑎
𝐹 = 𝑚U𝑎 = 𝑚U
𝑑2𝑥
𝑑𝑡2
. (2.2)
Die Gesamtmasse des U-Rohrs setzt sich aus der Masse des hohlen U-Rohrs 𝑚 und
der Masse der eingefüllten Probe mit der Dichte 𝜌 zusammen
𝑚U = 𝑚+ 𝜌𝑉 . (2.3)
Nach Gleichsetzen und Umformung ergibt sich eine homogene Differenzialgleichung
zweiter Ordnung
𝑑2𝑥
𝑑𝑡2
+ 𝜔20𝑥 = 0 , (2.4)
wobei
𝜔0 =
√︃
𝑘
𝑚U
(2.5)
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ist. Mit dem Ansatz
𝑥(𝑡) = 𝐴 exp (𝜆𝑡) (2.6)
kann die Differenzialgleichung gelöst werden.
𝜆2𝐴 exp (𝜆𝑡) + 𝜔20𝐴 exp (𝜆𝑡) = 0⇒ 𝜆 = ±𝑖𝜔0 . (2.7)
Die Kreisfrequenz des harmonischen Oszillators ist demzufolge durch 𝜔0 festgelegt.
Die Eigenfrequenz 𝑓 des Systems ist proportional zur Kreisfrequenz 𝜔0 und antipro-
portional zur Schwingungsdauer 𝑇
𝑓 = 𝜔02π =
1
𝑇
. (2.8)
Die Schwingungsdauer ergibt sich aus 2.8 mit 2.3 und 2.5 zu
𝑇 = 2π
√︃
𝑚+ 𝜌𝑉
𝑘
. (2.9)
Folglich ist die Schwingungsdauer von der Dichte der Probe abhängig. Durch Messen
der Schwingungsdauer ist es möglich, eine Aussage über die Dichte der eingefüllten
Probe zu erhalten
𝜌 = 𝑘𝑇
2 − 4π2𝑚
4π2𝑉 (2.10)
bzw.
𝜌 = 𝑇
2 − 𝐴
𝐵
, (2.11)
wobei 𝐴 = 4π2𝑚
𝑘
und 𝐵 = 4π2 𝑉
𝑘
gerätespezifische Konstanten sind, die durch Mes-
sungen der Dichte bekannter Substanzen (z.B. Luft, Wasser) bestimmt werden. Die
Dichtemessung erlaubt es, bei Annahme einer konstanten Masse die Volumenände-
rung des Systems zu ermitteln. Da die Phasenumwandlung des Lipids auch mit einer
diskontinuierlichen Änderung des Volumens einhergeht, ist es möglich, diese direkt
zu bestimmen. 40 Die relative Volumenänderung ist klein und beträgt für DPPC am
gel/fluid Hauptphasenübergang etwa vier Prozent (und nimmt ebenfalls mit stei-
gender Kettenlänge zu). Das partielle molare Volumen einer Lipidlösung 𝑉 0 kann
über die Gleichung
𝑉 0 =
(︃
𝜕𝑉
𝜕𝑛
)︃
≈ 𝑀
𝜌0
− 𝜌− 𝜌0
𝜌0𝑐
(2.12)
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berechnet werden (𝑐: Stoffmengenkonzentration des Lipids, 𝜌 und 𝜌0: Dichte der
Lösung bzw. des Lösungsmittels). Die Messungen wurden mit dem Gerät DMA
5000 der Anton Paar GmbH (Graz, Österreich) und mit einer Genauigkeit von
± 5 · 10−6 g/cm3 durchgeführt. Das Fassungsvermögen des U-Rohrs beträgt 1mL.
2.3 Ultraschallmessungen
Die Ultraschallmessungen wurden mit Hilfe des ResoScan-Systems der Firma TF
Instruments GmbH (Heidelberg) durchgeführt. Das Gerät besteht aus zwei Reso-
natorkammern, welche sich aus einer oszillierenden Wand (Sender), einem Lithium-
Niobat-Einkristall und einer ihr parallel gegenüberliegenden Wand (Empfänger) zu-
sammensetzen. Der Abstand 𝐷 zwischen Sender und Empfänger ist gerätespezifisch
festgelegt und beträgt in diesem Fall 7, 0mm (Abbildung 2.2). Die Modifizierung
Abbildung 2.2: Schematische Darstellung des Hohlraumresonators mit stehenden Wellen
(modifizierte Abbildung aus ”Short training course”, TF Instruments).
der Resonator-Gleichungen mit der Nahfeldtheorie ermöglicht die Konstruktion von
solch kleinen Kammern, sodass zum Befüllen ein Volumen von nur 200µL benö-
tigt wird. 48 Die Hohlraumresonatorkammern werden durch Peltier-Elemente bis zu
einer Temperaturgenauigkeit von ± 0, 003K stabilisiert, da die Schallgeschwindig-
keit stark temperaturabhängig ist. Durch die Reflektion der Schallwelle interferiert
die Welle mit sich selbst, sodass sich bei bestimmten Wellenlängen eine stehende
Welle im Resonator aufbauen kann (Abbildung 2.3). Dies ist nur möglich, wenn ein
ganzzahliges Vielfaches der entsprechenden Wellenlänge dem doppelten Abstand der
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Abbildung 2.3: Bildung von stehenden Wellen durch Reflektion und Interferenz im Resonator,
wenn ein ganzzahliges Vielfaches der halben Wellenlänge 𝜆 mit dem Abstand 𝐷 der Transducer
übereinstimmt. Gezeigt werden stehende Wellen der 1., 2., 3. und 73. Ordnung (modifizierte
Abbildung aus ”Short training course”, TF Instruments).
Resonatorwände 𝐷 entspricht, d.h.
𝐷 = 𝑛𝜆𝑛2 , (2.13)
sodass mit 𝑛 = 1 die Basiswellenlänge 𝜆Basis = 𝜆1 = 2𝐷 ist. Die Zeit, die die Welle
braucht, um eine der Wellenlänge entsprechende Strecke mit der vom Medium ab-
hängigen Schallgeschwindigkeit 𝑢 zu durchlaufen, entspricht der Schwingungsdauer
𝑇 . Daraus ergibt sich 𝑇 = 𝜆
𝑢
bzw. unter Verwendung der Frequenz 𝑓 (𝑇 = 1
𝑓
)
𝑓𝑛 =
𝑢
𝜆𝑛
. (2.14)
Demzufolge gibt es diskrete Frequenzen, deren Wellenlängen im Resonator stehende
Wellen generieren, wodurch bei bekannter Ordnung 𝑛 auf die Schallgeschwindig-
keit zurückgeschlossen werden kann. Da Frequenzen generell sehr exakt bestimmt
werden können, misst das Gerät die Frequenzdifferenz zweier aufeinander folgender
Ordnungen (das eliminiert die Notwendigkeit der Kenntnis der konkreten Ordnung),
um die Schallgeschwindigkeit zu ermitteln. Dabei wird 𝐷 als Gerätekonstante von
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der Firma bestimmt 49
𝑓Basis = 𝑓𝑛+1 − 𝑓𝑛 = 𝑢2𝐷 . (2.15)
Die Oszillation des Senders induziert lokal eine Druckänderung, die aufgrund der
Wechselwirkung der Moleküle in der Lösung propagiert. Die sich ausbreitende Schall-
welle ist dementsprechend eine longitudinale Welle (Druckwelle), welche die Mole-
küle aufgrund der Druckänderung aus ihrer Gleichgewichtsposition auslenkt. Zur
Herleitung der Geschwindigkeit der Schallwelle in der Lösung wird ein kleines Teil-
volumen der Welle betrachtet
𝑉 = 𝐴𝑑𝑥 . (2.16)
Das Wegelement soll dabei im Vergleich zur Wellenlänge 𝜆 klein sein (Abbil-
dung 2.4). Auf dieses Volumen mit der Querschnittsfläche 𝐴 wirkt eine resultierende
Abbildung 2.4: Longitudinale Welle und Auslenkung der Moleküle aus der Gleichgewichts-
position im betrachteten Volumenelement. (Vorlesungsnotizen Physik B3 Kapitel 5.2 (SS 2003,
Prof. D. Suter))
Kraft 𝐹 aus der Differenz der Normalkräfte (Druck = Kraft/Fla¨che) der beiden Sei-
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ten
𝐹 = 𝐴 (𝑝(𝑥)− 𝑝(𝑥+ 𝑑𝑥)) = −𝐴𝑑𝑝
𝑑𝑥
. (2.17)
Über die Definition des Kompressibilitätskoeffizienten
𝛽 = − 1
𝑉
𝑑𝑉
𝑑𝑝
(2.18)
ist die Druckänderung mit der Volumenänderung verknüpft
𝑑𝑝 = − 1
𝛽
𝑑𝑉
𝑉
. (2.19)
Die durch die Welle ausgelöste Druckdifferenz verursacht eine Verschiebung der lin-
ken (imaginären) Begrenzung 𝑠(𝑥) und rechten (imaginären) Begrenzung 𝑠(𝑥+ 𝑑𝑥)
des betrachteten Volumenelements (Abbildung 2.4). Die Volumenänderung lässt sich
dann wie folgt berechnen:
𝑑𝑉 = 𝐴 (𝑠(𝑥+ 𝑑𝑥)− 𝑠(𝑥)) = 𝐴𝑑𝑠
𝑑𝑥
𝑑𝑥 . (2.20)
Gleichung 2.19 wird mit 2.20 und 2.16 zu
𝑑𝑝 = − 1
𝛽
𝑑𝑠
𝑑𝑥
. (2.21)
Die Bewegungsgleichung für die Auslenkung 𝑠 des Massenelements (𝑚 = 𝜌 𝑉 =
𝜌𝐴𝑑𝑥) ergibt sich schließlich aus dem Gleichsetzen des zweiten Newtonschen Geset-
zes (𝐹 = 𝑚𝑎) mit der Gleichung 2.17 und unter Berücksichtigung der Gleichung 2.21:
𝑚𝑎 = 𝜌𝐴𝑑𝑥𝑑
2𝑠
𝑑𝑡2
= −𝐴𝑑𝑝
𝑑𝑥
𝑑𝑥 = 𝐴 1
𝛽
𝑑2𝑠
𝑑𝑥2
𝑑𝑥
⇒ 𝑑
2𝑠
𝑑𝑡2
= 1
𝜌𝛽
𝑑2𝑠
𝑑𝑥2
. (2.22)
Mit der Annahme kleiner Wellenzahlen, d.h. kleiner Frequenzen, liefert die Lösung
der Wellengleichung für die Schallgeschwindigkeit
𝑢 = 1√
𝜌𝛽
. (2.23)
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Wird die Messung bei hohen Frequenzen durchgeführt, sind die Druckänderungen
nur sehr kurz, sodass ein Temperaturausgleich während der Messung nicht statt-
findet. Bei der Kompressibilität handelt es sich folglich um eine adiabatische Kom-
pressibilität. Der Vorteil der Ultraschallmessung liegt in der empfindlichen und zer-
störungsfreien Analyse der Probe. Sie ist außerdem sehr empfindlich gegenüber ko-
operativen Phänomenen. Lipide zeigen bei Phasenumwandlungen strukturelle Än-
derungen. Bei dem Übergang des Lipids von der Gelphase in die fluide Phase geht
das System von einem höheren Ordnungsgrad (gestreckte Ketten) in einen nied-
rigeren (große Zahl an gauche-Isomeren) über. Die Kompressibilität der Membran
wird dadurch erhöht, was mit einer sinkenden Schallgeschwindigkeit einhergeht. 50
Der Unterschied zwischen der adiabatischen und isothermen Kompressibilität ist
für wässrige Lösungen im Allgemeinen kleiner als ein paar Prozent, 49 da Wasser
einen kleinen Wert für den Ausdehnungskoeffizienten 𝛼 und einen großen Wert für
die Wärmekapazität 𝐶𝑝 besitzt. Im Bereich der Phasenumwandlung können sich die
Kompressibilitäten jedoch sehr wohl unterscheiden, da zur adiabatischen Kompres-
sibilität nur schnelle Prozesse beitragen, zur isothermen jedoch alle dynamischen
Prozesse.
2.4 Dynamische Differenzkalorimetrie (DSC)
Für die dynamische Differenzkalorimetrie wurde ein VP-DSC-Kalorimeter der Fir-
ma MicroCal (Northampton, MA, USA) verwendet. Die Meßzellen des Instruments
besitzen eine Füllmenge von ca. 0, 5mL und bestehen aus Tantal 61TM.
Kalorimetrische Messungen geben wertvolle Informationen über das Phasenver-
halten von Lipiden, da bei einem Phasenübergang das System Wärme aufnimmt
oder abgibt. Die hochempfindliche Methode der dynamischen Differenzkalorimetrie
(DSC) ist dafür besonders gut geeignet. Das DSC-Gerät besteht aus zwei thermisch
isolierten Zellen, der Probenzelle S und der Referenzzelle R (Abbildung 2.5). Ein
Mantel temperierbaren Metalls umschließt beide Zellen und sorgt damit für die iso-
peribole Betriebsart (konstante Temperatur der Umgebung 𝑇 = 𝑇S = 𝑇R). Die
Gleichheit der Umgebungstemperatur beider Zellen ist entscheidend für die Genau-
igkeit der Messung. Gerätebedingte Schwankungen in der Temperaturdifferenz der
Zellen können durch Messung einer Basislinie anhand einer Puffermessung (Proben-
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und Referenzzelle mit Puffer gefüllt) nachträglich korrigiert werden. Die Temperatur
Abbildung 2.5: Schematischer Aufbau einer DSC-Apparatur. S: Probenzelle, R: Referenzzelle,
P: Druckverschlusskappe (∼ 1, 8 bar) zur Unterdrückung der Blasenbildung. Die Temperatur
des Heizmantels wird der Temperatur der Zellen (S und R) angepasst (Δ𝑇2). Die Feedback-
Heizung kompensiert jegliche Temperaturdifferenzen (Δ𝑇1) zwischen beiden Zellen, die bei der
Erwärmung durch die Hauptheizung auftreten.
beider Zellen kann durch Wärmezufuhr über die Hauptheizung erhöht werden. Die
Temperatur des Systems berechnet sich in Abhängigkeit der eingestellten Heizrate
ℎ = Δ𝑇Δ𝑡 wie folgt
𝑇 = 𝑇0 + ℎ𝑡 (2.24)
mit 𝑇0: Anfangstemperatur. Die DSC wird verwendet, um sowohl einen weiten Be-
reich von thermischen Übergängen in biologischen Systemen und Schmelztemperatu-
ren als auch thermodynamische Parameter, welche mit diesen Änderungen korrelie-
ren, zu analysieren. Die Rate der Wärmeabsorption ist proportional zur spezifischen
Wärme der Probe, da die spezifische Wärme bei der jeweiligen Temperatur die Men-
ge an thermischer Energie angibt, die benötigt wird, um die Temperatur um einen
gewissen Betrag zu ändern. Jeder Übergang, der durch eine Änderung der spezi-
fischen Wärme begleitet wird, erzeugt eine Diskontinuität im Leistungssignal, da
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das Gerät die Temperaturdifferenz der Zellen Δ𝑇1 durch die Rückkopplungsheizung
kompensiert. Das Gerät erhöht z.B. die Heizleistung der Probenkammer bei einer
endothermen Phasenumwandlung, um die gleiche Temperatur zu erreichen wie die
in der Referenzzelle. Die resultierende Differenz in der Heizleistung
Δ𝑃 = 𝑃S − 𝑃R (2.25)
ist demzufolge proportional zur Differenz der Wärmekapazitäten Δ𝐶(𝑇 )
Δ𝑃 (𝑇 ) = ℎ(𝐶S − 𝐶R) = ℎΔ𝐶(𝑇 ) . (2.26)
Das Gerät gibt die Differenz der Wärmekapazitäten als Funktion der Temperatur
aus. Aus der Fläche unter dem DSC-Signal lässt sich die Enthalpieänderung Δ𝐻
beim Phasenübergang bestimmen
Δ𝐻 =
∫︁ 𝑇2
𝑇1
Δ𝐶(𝑇 )𝑑𝑇 , (2.27)
dabei ist 𝑇1 die Temperatur zu Beginn und 𝑇2 die Temperatur am Ende des Über-
gangs. Unter der Annahme eines reversiblen Phasenübergangs erster Ordnung ergibt
sich aus der Enthalpieänderung Δ𝐻 die Entropieänderung Δ𝑆 bei der Temperatur
𝑇m der Phasenumwandlung
Δ𝑆 = Δ𝐻
𝑇m
. (2.28)
Die Enthalpieänderung für die Hauptumwandlung beträgt für DPPC 36, 4 kJmol−1
und die Entropieänderung 115, 7 Jmol−1K−1 bei einer Temperatur von 41, 4 ∘C. 51
Die treibende Kraft bei dem Phasenübergang ist offensichtlich die große Entropieän-
derung, die durch die größere Beweglichkeit der Lipidkohlenwasserstoffketten in der
fluiden Phase hervorgerufen wird. Die Phasenumwandlungstemperaturen, Enthalpie-
und Entropieänderungen hängen stark von der Kettenlänge ab. Die Auswertung der
DSC-Kurven erfolgte mit Hilfe von einer für Origin 7 programmierten Applikation,
welche speziell auf die Kalorimetrie abgestimmt ist und von MicroCal bereitgestellt
wurde.
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2.5 Druck-Perturbations-Kalorimetrie (PPC)
Die Druck-Perturbations-Kalorimetrie (PPC) ist eine experimentelle Technik, bei
der analog zur DSC-Messung die Wärmedifferenz zweier Zellen detektiert wird. In
der PPC wird die Wärmedifferenz in Abhängigkeit von kleinen Druckpulsen (5 −
6 bar) bestimmt. Die Änderung in der Wärme resultiert aus der Druck × Volumen-
Arbeit durch die leichte Kompression der Probe. Nach dem zweiten Satz der Thermo-
dynamik ist die Wärmeänderung bei konstanter Temperatur für reversible Prozesse
mit der Entropieänderung verbunden
𝑑𝑆 = 𝑑𝑄rev
𝑇
. (2.29)
Die Ableitung der Gleichung 2.29 nach dem Druck 𝑝 bei konstanter Temperatur 𝑇
ergibt (︃
𝜕𝑄rev
𝜕𝑝
)︃
𝑇
= 𝑇
(︃
𝜕𝑆
𝜕𝑝
)︃
𝑇
. (2.30)
Unter Verwendung der Maxwellrelation(︃
𝜕𝑆
𝜕𝑝
)︃
𝑇
= −
(︃
𝜕𝑉
𝜕𝑇
)︃
𝑝
(2.31)
lässt sich die Gleichung 2.30 wie folgt schreiben:(︃
𝜕𝑄rev
𝜕𝑝
)︃
𝑇
= −𝑇
(︃
𝜕𝑉
𝜕𝑇
)︃
𝑝
. (2.32)
Der thermische Expansionskoeffizient 𝛼 ist definiert über
𝛼 = 1
𝑉
(︃
𝜕𝑉
𝜕𝑇
)︃
𝑝
. (2.33)
Dementsprechend ist es möglich, den thermischen Expansionskoeffizienten 𝛼 aus der
Änderung der Wärmedifferenz Δ𝑄rev der Zellen als Resultat einer kleinen Druckän-
derungΔ𝑝 bei konstanter Temperatur zu messen (Gleichung 2.32 in Gleichung 2.33):
𝛼 = −Δ𝑄rev
𝑇𝑉Δ𝑝 . (2.34)
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Die Integration des Expansionskoeffizienten über den Temperaturbereich des Pha-
senübergangs liefert die relative Volumenänderung Δ𝑉/𝑉
Δ𝑉
𝑉
=
∫︁ 𝑇2
𝑇1
𝛼(𝑇 )𝑑𝑇 . (2.35)
Die Messungen wurden an demselben Instrument wie bei der DSC durchgeführt,
erweitert um eine bidirektionale Gas(𝑁2)-Drucksprunganlage der Firma MicroCal
(Northampton, MA, USA). Die Messwerte wurden bei Drucksprungamplituden von
5 − 6 bar und sonst analog zur DSC-Messung bestimmt. Die Auswertung der Mes-
sungen wurde auch hier mit der schon erwähnten Software von MicroCal erzielt.
2.6 Rasterkraftmikroskopie (AFM)
Die Rasterkraftmikroskopie (engl. Atomic Force Microscopy, AFM) erlaubt mikros-
kopische Aufnahmen mit höchsten Auflösungen (Å) unter physiologischen Bedingun-
gen, sodass einzelne Moleküle oder Atome detektiert werden können. Das Messprin-
zip eines Rasterkraftmikroskops ist in Abbildung 2.6 dargestellt. Die AFM-Sonde
Abbildung 2.6: Schematischer Aufbau und Wirkungsweise eines Rasterkraftmikroskops 52
besteht aus einem Federbalken (Cantilever), an dessen Ende sich eine pyramiden-
förmige oder konische Sensorspitze befindet, die über die Probe bewegt wird und
somit die Probenoberfläche abtastet (Abbildung 2.7). Die Wechselwirkung mit der
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Abbildung 2.7: AFM-Spitze eines Cantilevers aus Silicium bzw. Siliciumnitrid mit einem
Effektiv-Radius von 10 nm. 53
Probe verursacht eine Verbiegung des Federbalkens, die der auf den Federbalken
wirkenden Kraft entspricht und optisch detektiert werden kann (Lichtzeigerprinzip).
Bei der Laserstrahlauslenkung wird ein Laserstrahl auf die reflektierende Oberseite
des Federbalkens fokussiert und von dort auf einen Photodetektor reflektiert, der
die Auslenkung des Federbalkens registriert. Im dynamischen Modus wird der Fe-
derbalken durch einen Anregungspiezo in eine harmonische Schwingung versetzt,
sodass die Sensorspitze die Oberfläche während der Schwingung nur kurz periodisch
berührt, was zu einer Reduzierung der Amplitude führt. Sowohl die Resonanzfre-
quenz 𝑓0 als auch die Schwingungsamplitude 𝐴0 und -phase 𝛼 sind experimentell
zugänglich und können zur Distanzregelung verwendet werden. Im hier genutzten
Semikontakt-Modus (oder auch Tapping Mode) wird die Amplitude als Regelsignal
verwendet bzw. konstant gehalten, sodass jede oberflächentopographiebedingte Am-
plitudenmodifikation mittels eines Regelkreises durch Änderung der vertikalen Po-
sition der Probe ausgeglichen wird. Die vertikale Bewegung wird aufgezeichnet und
in ein Topographiebild der Oberfläche umgewandelt. 54 Zwischen Probe und Feder-
balken wirken in diesem Modus sowohl anziehende als auch abstoßende Wechselwir-
kungskräfte. Messungen im dynamischen Modus besitzen den Vorteil, dass laterale
Kräfte minimiert werden und somit eine Modifikation oder Zerstörung von weichen
Proben vermieden wird, sodass auch an biologischen Materialien hohe Auflösungen
erreicht werden können. 55,56
Die AFM-Messungen wurden an einem MultiMode-Rasterkraftmikroskop der Fir-
ma Digital Instruments ( Santa Barbara, CA, USA) durchgeführt. Dabei wurden ein
NanoScope IIIa Controller (Digital Instruments, Santa Barbara, CA, USA) und ein
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J-Scanner (Scanbereich x,y 125×125µm; Veeco Instruments, Mannheim) verwendet.
Die Aufnahme der AFM-Bilder erfolgte im Tapping Modus mit aluminiumbeschich-
teten Silizium-Cantilevern des Typs NCHR (Nanosensors, NanoAndMore, Wetzlar)
unter Verwendung einer Resonanzfrequenz 𝑓0 von 314, 8 kHz und einer Schwingungs-
amplitude 𝐴0 von 164 und 181mV. Die Federkonstante der Cantilever beträgt ca.
42N/m. Die AFM-Aufnahmen erfolgten an Luft mit einer Scangeschwindigkeit von
0, 2−1, 0Hz und die erhaltenen Bilder wurden mit der Software NanoScope Version
5 bearbeitet.
2.7 Röntgenreflektometrie (XRR)
Die Röntgenreflektometrie (XRR = X-Ray Reflectometry) bietet die Möglichkeit,
Strukturinformationen von Proben im Bereich von atomaren Abständen zu erhal-
ten. Aus den Reflektionskurven lassen sich die Dicke der Lipidschicht, die Packungs-
anordnung der Membran, die Elektronendichte und Rauigkeit der Oberfläche und
Grenzflächen an Einfach- und Mehrfachschichten bestimmen. Damit lässt sich eine
Vorstellung der molekularen Organisation der beobachteten Lipidphasen in Abhän-
gigkeit von der Temperatur erhalten. Das Auflösungsvermögen ist durch die Wellen-
Abbildung 2.8: Modifizierter schematischer Aufbau des Röntgendiffraktometers 57
länge der verwendeten Strahlung begrenzt. Daher ist es nicht möglich, sichtbares
Licht (untere Grenze ∼ 380 nm) zu verwenden, sondern es muss zu kleineren Wellen-
längen (Röntgenstrahlung > 0, 3 nm) übergegangen werden. Die Röntgenstrahlen
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werden unter einem kleinem Winkel (𝜃 < 2, 5∘) auf die Probe eingestrahlt, an der
Probe spekulär reflektiert und schließlich am Detektor detektiert (Abbildung 2.8).
Die reflektierte Strahlung interferiert in Abhängigkeit von der Struktur der Probe
mit sich selbst und erzeugt die charakteristische winkelabhängige Intensitätsvertei-
lung am Detektor. Die Wellenlängenabhängigkeit der Beziehung des einfallenden
zum ausfallenden Strahls resultiert aus der Reflektion der Strahlung an benachbar-
ten Gitterebenen und wird durch die Bragg-Gleichung (2.36) beschrieben. Zur Her-
leitung der Bragg-Gleichung wird ein Kristall betrachtet, dessen Netzebenen einen
Abstand 𝑑 besitzen und auf den zwei Röntgenstrahlen, die sich in Phase befinden,
auftreffen und reflektiert werden (Abbildung 2.9). Die Bragg-Gleichung sagt aus,
Abbildung 2.9: Schematische Darstellung zur Herleitung der Bragg-Gleichung (modifiziert
nach Encyclopaedia Britanica, 1998)
dass nur dann konstruktive Interferenz entsteht, wenn ein ganzzahliges Vielfaches
(𝑛) der Wellenlänge (𝜆) dem Doppelten des Gangunterschieds (𝑑 sin(𝜃)) zwischen
den reflektierten Wellen entspricht. Mathematisch kann dies durch
𝑛𝜆 = 2𝑑 sin(𝜃) (2.36)
ausgedrückt werden.
Die Reflektionsebenen im reellen Raum lassen sich im reziproken Raum als Streu-
zentren beschreiben. Damit können Berechnungen der Streuung vereinfacht werden.
Ein Punkt𝐺 im reziproken Gitter wird über Basisvektoren 𝑏𝑖 des reziproken Gitters
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beschrieben.
𝐺 = 𝑚1𝑏1 +𝑚2𝑏2 +𝑚3𝑏3 , (2.37)
mit 𝑚𝑖 ganze Zahlen. Die Basisvektoren des reziproken 𝑏𝑖 bzw. des reellen
Raums 𝑎𝑗 lassen sich durch Gleichung 2.38 ineinander überführen
𝑏𝑖𝑎𝑗 = 2π𝛿𝑖𝑗 (𝛿𝑖𝑗 = Kronecker−Delta) . (2.38)
Im reziproken Raum lässt sich die Bragg-Gleichung dann als Differenz der ein-
fallenden 𝑘𝑖 und gestreuten Wellenvektoren 𝑘𝑓 formulieren (Gleichung 2.39, vgl.
Abbildung 2.10)
𝑘𝑖 − 𝑘𝑓 = |Δ𝑘| = 𝑞 . (2.39)
Hierbei wurde der Streuvektor 𝑞, auch bekannt als Wellenvektorübertrag (momen-
tum transfer vector), eingeführt, welcher die Änderung des Wellenvektors bei der
Streuung beschreibt. Konstruktive Interferenz tritt nur auf, wenn der Streuvektor
auf einen Punkt des reziproken Raumes fällt, wenn also
𝑞 = 𝐺 (2.40)
ist. Anhand der Abbildung 2.10 lässt sich der Streuvektor 𝑞 für spekuläre Reflekti-
on geometrisch berechnen. Wird der Wellenvektors 𝑘𝑓 parallel verschoben bis dieser
mit dem Ursprung des Wellenvektors 𝑘𝑖 zusammenfällt, so beschreibt das entstan-
dene Dreieck die Beziehung aus Gleichung 2.39. Ganz allgemein ist der Streuvektor
vektoriell gegeben als
𝑞𝑥 =
2π
𝜆
(cos(𝜃𝑓 ) cos(𝛼)− cos(𝜃𝑖)) (2.41)
𝑞𝑦 =
2π
𝜆
(cos(𝜃𝑓 ) sin(𝛼)) (2.42)
𝑞𝑧 =
2π
𝜆
(sin(𝜃𝑖) + sin(𝜃𝑓 )) , (2.43)
wobei 𝛼 der Streuwinkel bei Streuung außerhalb der Ebene ist. Damit ist 𝛼 = 0
für Streuung in der Ebene. Der Winkel des einfallenden Strahls ist dabei 𝜃𝑖 und des
ausfallenden Strahls 𝜃𝑓 . Da nur der spekuläre Fall betrachtet wird, also 𝜃𝑓 = 𝜃𝑖 = 𝜃,
2.7 Röntgenreflektometrie (XRR) 29
Abbildung 2.10: Modifiziertes Schema des reziproken Raums. Bei spekulärer Reflektion liegt
der Streuvektor auf der 𝑞𝑧-Achse und entspricht betraglich dem Abstand der Bragg-Ebenen. Der
grau hinterlegte Bereich ist messtechnisch nicht erreichbar, da einfallender oder ausfallender
Strahl unterhalb der Proben liegt. 58
werden die x- und y-Komponenten zu 0 und die z-Komponente zu
𝑞𝑧 =
4π
𝜆
sin(𝜃) . (2.44)
Dabei gilt für den Betrag des Wellenvektors |𝑘| = 𝑘
𝑘 = 2π
𝜆
(2.45)
mit 𝜆 als die Röntgenwellenlänge.
Nach Einführen des Wellenvektors 𝑘, der die Richtung der Welle angibt, kann
die Streuung der Röntgenstrahlung durch eine ebene elektromagnetische Welle mit
der elektrischen Feldstärke 𝐸(𝑟) am Ort 𝑟 und der maximalen Amplitude 𝐸0
beschrieben werden
𝐸(𝑟) = 𝐸0 exp(i (𝑘𝑖𝑟 − 𝜔𝑡)) . (2.46)
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Dringt die Welle in ein Medium ein, das durch die Brechzahl 𝑛(𝑟) charakterisiert
ist, so propagiert sie entsprechend der Helmholtzgleichung 59
Δ𝐸(𝑟) + 𝑘2𝑛2(𝑟)𝐸𝑟 = 0 . (2.47)
Die Welle erfährt im Medium sowohl elastische als auch unelastische (Auger-Effekt,
Photoeffekt, Compton-Effekt) Streueffekte. Die unelastischen Streueffekte lassen
sich durch das Schwächungsgesetz zusammenfassen:
𝐼 = 𝐼0 exp(𝜇𝑧) . (2.48)
Hierbei ist 𝐼0 die einfallende Intensität, 𝜇 der Absorptionskoeffizient und 𝑧 der in
dem Medium zurückgelegte Weg.
Bei der elastischen Streuung regt die Röntgenstrahlung harmonische Oszillationen
der Atome an, welche die Energie wieder unter einem anderen Winkel verlustfrei
abstrahlen.
Für den Fall harter Röntgenstrahlung (Energien im keV-Bereich) ist die Resonanz-
frequenz der Atome viel kleiner als die Frequenz der einfallenden elektromagneti-
schen Welle und die elastischen und unelastischen Effekte können im Brechungsindex
vereinigt und folgendermaßen dargestellt werden
𝑛 = 1− 𝛿 − i𝛽 . (2.49)
Dabei ist
𝛿 = 𝜆
2
2π𝑟el𝜌el (2.50)
der Dispersionsterm mit dem klassischen Elektronenradius 𝑟el und der Elektronen-
dichte 𝜌el und
𝛽 = 𝜆4π𝜇 (2.51)
der Absorptionsterm. Der Absorptionsterm ist proportional zum Absorptionskoef-
fizienten 𝜇. Werte für die Dispersion liegen bei Röntgenstrahlung im Bereich von
10−5–10−6. Damit ist der Realteil des Brechungsindex (1− 𝛿) etwas kleiner als eins.
Die Dispersion ist im Allgemeinen ein bis zwei Größenordnungen kleiner und kann
deswegen vernachlässigt werden.
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Die elektromagnetische Welle wird an der Grenzfläche sowohl reflektiert als auch
transmittiert. Es können nun mit Hilfe der Fresnelgleichungen die sogenannten Fres-
nelkoeffizienten in Abhängigkeit von der Polarisation berechnet werden, welche das
Verhältnis der Amplituden der einfallenden Welle zu dem der reflektierten 𝑟 bzw.
transmittierten 𝑡 wiedergeben. Eine ausführliche Herleitung ist in Max Born ”Prin-
ciples of Optics” gegeben. 60 Für die Polarisation senkrecht (⊥) zur Einfallsebene
gilt
𝑟⊥ =
𝑛𝑘 sin(𝜃𝑖)− 𝑛2𝑘 sin(𝜃𝑡)
𝑛𝑘 sin(𝜃𝑖) + 𝑛2𝑘 sin(𝜃𝑡)
(2.52)
𝑡⊥ =
2𝑛𝑘 sin(𝜃𝑖)
𝑛𝑘 sin(𝜃𝑖) + 𝑛2𝑘 sin(𝜃𝑡)
. (2.53)
Für die Polarisation parallel (‖) zur Einfallsebene erhält man:
𝑟‖ =
𝑛2𝑘 sin(𝜃𝑖)− 𝑛𝑘 sin(𝜃𝑡)
𝑛2𝑘 sin(𝜃𝑖) + 𝑛𝑘 sin(𝜃𝑡)
(2.54)
𝑡‖ =
2𝑘 sin(𝜃𝑖)
𝑛2𝑘 sin(𝜃𝑖) + 𝑛𝑘 sin(𝜃𝑡)
. (2.55)
Da bei Röntgenstrahlung 𝑛2 ≈ 1 ist, sind die Anteile bei senkrechter und paralleler
Polarisation ungefähr gleich, sodass vereinfacht geschrieben werden kann
𝑟 = 𝑛
2𝑘 sin(𝜃𝑖)− 𝑛𝑘 sin(𝜃𝑡)
𝑛2𝑘 sin(𝜃𝑖) + 𝑛𝑘 sin(𝜃𝑡)
(2.56)
𝑡 = 2𝑛𝑘 sin(𝜃𝑖)
𝑛2𝑘 sin(𝜃𝑖) + 𝑛𝑘 sin(𝜃𝑡)
. (2.57)
In experimentellen Reflektionskurven tritt bei sehr kleinem Winkel Totalreflektion
auf, welche sich als Plateau in der Reflektionskurve äussert (Abbildung 2.11). Dies
lässt sich mit dem SNELLIUSschen Brechungsgesetz erklären
cos(𝜃𝑖)
cos(𝜃𝑓 )
= 𝑛2
𝑛1
. (2.58)
Hieraus folgt, dass es einen kritischen Winkel 𝜃𝑐 gibt, unterhalb dem Totalreflek-
tion des Röntgenstrahls auftritt. Das heißt, dass der Strahl mit dem Winkel 𝜃𝑖 = 𝜃𝑐
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Abbildung 2.11: Normierte Reflektionskurve von DPPC im logarithmischen Maßstab. Deutlich
sind sowohl die periodische Struktur durch die äquidistanten Bragg-Peaks zu erkennen als auch
die Kiessig-Oszillation am Anfang des ersten Bragg-Peaks und der Bereich der Totalreflektion.
aus dem Medium 𝑛1 nicht mehr in das Medium 𝑛2 eindringt, sondern reflektiert
wird. Der kleinste Winkel für den ausfallenden Strahl wäre 𝜃𝑓 = 0, also parallel zur
Oberfläche. Mit 𝑛2 = 𝑛 < 1 und 𝑛1 = 1 im Vakuum gilt damit für Röntgenstrahlung
𝑛 = cos(𝜃𝑐) (2.59)
= 1− 𝛿 (2.60)
≈ 1− 𝜃
2
𝑐
2 . (2.61)
Der Kosinus des kritischen Winkels 𝜃𝑐 wurde dabei entwickelt, da 𝛿 sehr klein ist.
Für den kritischen Winkel ergibt sich schlussendlich
𝜃𝑐 ≈
√
2𝛿 = 𝜆
√︂
𝑟el𝜌el
π
. (2.62)
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Bei größeren Winkeln nimmt die Intensität der reflektierten Strahlung stark ab. Sie
wird daher im logarithmischen Maßstab aufgetragen (siehe Abbildung 2.11). Wegen
dieses starken Intensitätsabfalls bei größeren Einfallswinkeln wird die Messung mit
möglichst hoher Leistung der Röntgenröhre durchgeführt. Dies würde bei niedrigen
Winkeln eine Übersättigung des Röntgendetektors bewirken. Aus diesem Grund
befindet sich in diesem Messbereich ein abschwächender Absorber im Strahlengang.
Bei größeren Winkeln findet zur Erniedrigung des Rauschens rechnergesteuert in
mehreren Stufen eine Verlängerung der Integrationszeit für die Messdatenerfassung
pro Messposition statt.
Die Interferenz der an der Ober- und Unterseite der Gesamtschicht reflektier-
ten Strahlung erzeugt Intensitätsminima und -maxima, die sogenannten Kiessig-
Oszillationen (Abbildung 2.11), die zur Ermittlung der Schichtdicke dienen. 61 Die
Periode dieser Oszillationen ist antiproportional zur Dicke der Gesamtschicht 𝑑𝑔
𝑑𝑔 =
2π
Δ𝑞𝑧,Kiessig
(2.63)
≈ 𝜆2Δ𝜃Kiessig . (2.64)
Aus dem winkelabhängigen Abfall der gesamten Kurve und der Tiefe der auftreten-
den Minima lässt sich auf die Oberflächenrauigkeit der Schicht und des Substrats
schließen. Die Schichtdickenauswertung erfolgt durch Ausmessen der Abstände zwi-
schen den Maxima und Mittelung über alle Bragg-Peaks sowie durch den Vergleich
des Messergebnisses mit einer theoretisch berechneten Kurve, die optimal angepasst
wird. Hierfür wurden die Programme Origin und Parratt32 benutzt.
Die Intensität der reflektierten Röntgenstrahlung 𝑅𝑓 ist durch 𝑅𝑓 = |𝑟|2 gegeben.
Mit Hilfe von Gleichung 2.58 (cos(𝜃𝑖) = 𝑛 cos(𝜃𝑓 )) lässt sich Gleichung 2.57 in die
Form
𝑟 =
𝑘 sin(𝜃𝑖)− 𝑘
√︁
𝑛2 − cos(𝜃𝑖)
𝑘 sin(𝜃𝑖) + 𝑘
√︁
𝑛2 − cos(𝜃𝑖)
(2.65)
𝑡 = 2𝑘 sin(𝜃𝑖)
𝑘 sin(𝜃𝑖) + 𝑘
√︁
𝑛2 − cos(𝜃𝑖)
(2.66)
umschreiben, wobei die trigonometrische Relation sin(𝜃) =
√︁
1− cos(𝜃) benutzt
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wurde. Aus Gleichung 2.59 folgt
𝑛2 = 1− sin(𝜃𝑐)2 , (2.67)
sodass Gleichung 2.66 mit sin2(𝜃) = 1− cos2(𝜃) in
𝑟 =
2𝑘 sin(𝜃𝑖)−
√︁
4𝑘2 sin2(𝜃𝑖)− 4𝑘2 sin2(𝜃𝑐)
2𝑘 sin(𝜃𝑖) +
√︁
4𝑘2 sin2(𝜃𝑖)− 4𝑘2 sin2(𝜃𝑐)
(2.68)
𝑡 = 4𝑘 sin(𝜃𝑖)
2𝑘 sin(𝜃𝑖) +
√︁
4𝑘2 sin2(𝜃𝑖)− 4𝑘2 sin2(𝜃𝑐)
(2.69)
umgeschrieben werden kann. Benutzt man weiterhin noch Gleichung 2.44, Glei-
chung 2.45 und 2.62, dann kann die reflektierte Intensität 𝑅𝑓 und die transmittierte
Intensität 𝑇𝑓 letztendlich in Abhängigkeit des Streuvektors formuliert werden
𝑅𝑓 = |𝑟|2 =
⃒⃒⃒⃒
⃒⃒⃒⃒𝑞𝑧 −
√︂
𝑞2𝑧 −
(︁
4π
𝜆
)︁2
2𝛿
𝑞𝑧 +
√︂
𝑞2𝑧 −
(︁
4π
𝜆
)︁2
2𝛿
⃒⃒⃒⃒
⃒⃒⃒⃒
2
(2.70)
𝑇𝑓 = |𝑡|2 =
⃒⃒⃒⃒
⃒⃒⃒⃒ 2𝑞𝑧
𝑞𝑧 +
√︂
𝑞2𝑧 −
(︁
4π
𝜆
)︁2
2𝛿
⃒⃒⃒⃒
⃒⃒⃒⃒
2
. (2.71)
Aus der winkelabhängigen Intensität der reflektierten Röntgenstrahlung lässt
sich bei bekannter Phasenbeziehung die Elektronendichteverteilung der Probe
direkt berechnen. Der Detektor kann aber die Phasenbeziehung der Strahlung nicht
mit messen; somit ist die berechnete Elektronendichteverteilung nicht eindeutig.
Trotz des Fehlens dieser wichtigen Information ermöglichen es mathematische
Modelle unter Zuhilfenahme von Rahmenbedingungen und Vereinfachungen, die
Elektronendichte zu rekonstruieren.
Das in dieser Arbeit verwendete Programm Parratt32 Version 1.6.0 (1997-2002
Christian Braun, HMI Berlin) beruht auf dem Modell von Parratt. 62 Es betrachtet
die Probenschicht als Stapel unterschiedlicher Schichtdicken 𝑑𝑗 mit dem Brechungs-
index 𝑛𝑗. Die Stapel werden beginnend mit der Schicht an der Oberfläche in Richtung
des Wafers durchnummeriert (1, 2, 3, . . . 𝑗 . . . , 𝑁,𝑁+1). Die letzte Schicht ist der Si-
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Wafer, welcher als unendlich dick angenommen wird (d. h. 𝑑𝑁+1 =∞), sodass keine
Reflektion an der Unterseite des Wafers berücksichtigt werden muss (𝑅𝑁−1). Der
Ursprung der senkrecht zur Oberfläche verlaufenden z-Achse wird zwischen Probe
und dem umgebenden Medium gelegt, sodass die Probenschichten negative z-Werte
besitzen (siehe Abbildung 2.12). Das rekursive Verfahren geht von dem Verhältnis
Abbildung 2.12: Stapel von Schichten mit verschiedenen Brechungsindizes und der reflektier-
ten und transmittierten Strahlung an deren Grenzschichten. 59
der transmittierten und reflektierten Amplitude aus
𝑋𝑗 =
𝑅𝑗
𝑇𝑗
. (2.72)
Da die letzte (𝑁 + 1) Schicht, d.h. der Wafer, bekannt ist, wird für das Amplitu-
denverhältnis folgende Beziehung erhalten
𝑋𝑗 =
𝑟𝑗,𝑗+1 +𝑋𝑗+1 exp (2i𝑘𝑗+1𝑧𝑗)
1 + 𝑟𝑗,𝑗+1 +𝑋𝑗+1 exp (2i𝑘𝑗+1𝑧𝑗)
exp (−2i𝑘𝑗𝑧𝑗) , (2.73)
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wobei 𝑟𝑗,𝑗+1 der wie folgt definierte Fresnel-Koeffizient ist
𝑟𝑗,𝑗+1 =
𝑘𝑗 − 𝑘𝑗+1
𝑘𝑗 + 𝑘𝑗+1
. (2.74)
Mit obigen Annahmen über die letzte Schicht gilt
𝑅𝑁+1 = 𝑋𝑁+1 = 0 . (2.75)
Wird für die transmittierte Amplitude der ersten Schicht ein Wert von 𝑇1 = 1
gewählt, so erhält man
𝑅 = |𝑋1|2 = |𝑅1|2 . (2.76)
Diese Randbedingungen ermöglichen die Formulierung der rekursiven Formel für die
Reflektivität und Transmission ohne Berücksichtigung der Rauigkeit
𝑅𝑗+1 =
1
𝑡𝑗+1,𝑗
(𝑇𝑗𝑟𝑗+1,𝑗 exp (−i (𝑘𝑗+1 + 𝑘𝑗) 𝑧𝑗) +𝑅𝑗 exp (−i (𝑘𝑗+1 − 𝑘𝑗) 𝑧𝑗))
(2.77)
𝑇𝑗+1 =
1
𝑡𝑗+1,𝑗
(𝑅𝑗𝑟𝑗+1,𝑗 exp (i (𝑘𝑗+1 + 𝑘𝑗) 𝑧𝑗) + 𝑇𝑗 exp (i (𝑘𝑗+1 − 𝑘𝑗) 𝑧𝑗)) .
(2.78)
Die Röntgenröhre des Röntgendiffraktometers XRD 3000 TT der Firma Richard
Seifert & Co. Ahrensburg wurde mit einer Kupferanode bei einer Beschleunigungs-
spannung von 40 kV und einem Strom von 40mA betrieben. Gemessen wurde mit
der Cu𝐾𝛼-Strahlung (𝜆 = 0, 154 nm). Die Cu𝐾𝛽-Strahlung wurde mit einem Ni-
ckelfilter unterdrückt (Abbildung 2.13). Die Proben wurden in einer temperierba-
ren Zelle mit Wasserreservoir über 72 Stunden hydratisiert. Die Zelle besteht aus
zwei Aluminiumkammern mit Fenstern aus dünnem Polyethylenterephthalat (PET;
„Mylar“-Folien), welche die Röntgenstrahlung fast ungehindert passieren lassen. Die
Probe wird in die erste Kammer auf einen Sockel, der mit Wasser umgeben ist, gelegt
und mit einem Deckel, der einen wasserbefeuchteten Schwamm über der Probe hält,
dicht verschlossen. Der Aufbau der Kammer sorgt für eine 100%-ige Luftfeuchte und
eine gleichmäßige Temperatur. 63 Die zweite Kammer umschließt die erste und wird
auf 2− 5 ∘C über der Temperatur der ersten eingeregelt, um einen Wärmeverlust zu
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Abbildung 2.13: Prinzip des Nickelfilters zur Abschwächung der 𝐾𝛽-Strahlung: (a) Röntgen-
spektrum einer Kupferanode (durchgehende Linie) ohne Filter und (b) mit Nickelfilter. Die
gestrichelte Linie ist der Absorptionskoeffizient von Nickel (modifizierte Abbildung aus „Phy-
sikalisches Praktikum für Fortgeschrittene“ , Technische Universität Darmstadt).
kompensieren.
Die verwendeten Si-Wafer wurden zuvor 30 min bei 90 ∘C in einer Lösung aus
98%-iger Schwefelsäure und 30%-igemWasserstoffperoxid (70:30, v/v) gereinigt und
anschließend mit ausreichend destilliertem Wasser gespült.
Der Spin-Coater besteht aus einer rotierenden Scheibe, welche ein Probenplättchen
axial ansaugt und zur Rotation bringt. Ein vorgereinigter Wafer wird auf dem Spin-
Coater zentriert und nach Pipettieren von ca. 100µL Lösungsmittel für ca. 1min
mit 3000Umdrehungen/min rotiert. Die überschüssige Lösung wird dadurch vom
Wafer geschleudert und nimmt mögliche Verunreinigungen mit sich. Die Reinigung
der Wafer wurde drei Mal wiederholt. Anschließend wurde der trockene Si-Wafer mit
100µL der Probenlösung komplett benetzt und für 20 s bei 800Umdrehungen/min
aufgeschleudert. Die noch feuchte Probe wurde zum Entfernen des restlichen Lö-
sungsmittels über Nacht im Lyophilisator gefriergetrocknet. Dieses Verfahren pro-
duzierte relativ glatte Oberflächen mit 19 bis 26 Schichten. 64
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2.8 Steady-state Fluoreszenzanisotropie
Die Fluoreszenzspektroskopie macht sich die Eigenschaft zunutze, dass viele Mole-
küle bei Lichtbestrahlung eine ganz spezifische frequenzabhängige Lichtemission zei-
gen. Hierbei handelt es sich hauptsächlich um Fluoreszenz (𝐹 ) und Phosphoreszenz
(𝑃 ). Dies wird allgemein als Photolumineszenz bezeichnet. Die Moleküle besitzen
diskrete Energieniveaus, deren Besetzung durch die Boltzmannverteilung gegeben
ist. Die Energieniveaus lassen sich weiter in Schwingungs- und Rotationsniveaus
unterteilen.
Abbildung 2.14: Jablonski-Termschema: [A] Energieabsorption, [F] Fluoreszenz, [P] Phos-
phoreszenz , [𝑆0] Grundzustand, [𝑆1] erster angeregter Zustand, [𝑇1] Triplett-Zustand, [te]
thermische Equilibrierung, [ic] innere Umwandlung, [isc] Interkombination, [blaue Kurve] Ab-
sorptionsspektrum, [grüne Kurve] Fluoreszenzspektrum
Bei Raumtemperatur befinden sich die Moleküle hauptsächlich im Grundzustand
𝑆0. Wird Licht entsprechend der Wellenlänge eingestrahlt, die vom Molekül absor-
biert werden kann, so vermag es innerhalb von weniger als 10−15 s in einen angereg-
ten Zustand überzugehen. Nach dem Franck-Condon-Prinzip verläuft der intensivste
Übergang nach der Anregung durch Lichtabsorption zwischen zwei elektronischen
Zuständen vom Schwingungszustand (𝑣 = 0) des Grundniveaus (Singulettzustand,
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𝑆0) zum Schwingungszustand (𝑣 = 𝑛) des angeregten Niveaus (𝑆𝑛), bei dem der Bin-
dungsabstand des Grundniveaus unverändert bleibt. Einen Teil seiner aufgenomme-
nen Energie kann das Molekül durch Schwingungsrelaxation (𝑡𝑒) abgeben bis es auf
das niedrigste Schwingungsniveau des angeregten Singulettzustands gelangt. Bei ei-
ner genügend starken Überlappung zweier elektronischer Zustände kann eine interne
Umwandlung aus einem angeregten Zustand in einen angeregten Zustand des darun-
ter liegenden elektronischen Niveaus stattfinden (z.B. von 𝑆2 zu 𝑆1). Anschliessend
relaxiert es wiederum in das niedrigste Schwingungsniveau des angeregten Singulett-
zustands. Der Prozess der inneren Umwandlung (internal conversion, 𝑖𝑐) vollzieht
sich in ca. 10−12 s. Eine weitere Energieabgabe kann nun über die Emission eines
Photons (Fluoreszenz, 𝐹 ), Interkombinationsübergänge (intersystem crossing, 𝑖𝑠𝑐) 65
oder strahlungslose Zerfälle wie z. B. Energietransfer auf andere Moleküle (Fluores-
zenzquenching), 46 weitere innere Umwandlung (𝑖𝑐) 65 oder chemische Reaktionen, 46
stattfinden. Diese Prozesse konkurrieren mit der Fluoreszenz und schwächen diese
ab. Zum sogenannten Interkombinationsübergang kann es kommen, wenn das an-
geregte Singulettniveau 𝑆1 (antiparallele Spins) mit dem angeregten Triplettniveau
𝑇1 (parallele Spins) überlappt, wobei unter Spinumkehr ein Übergang von 𝑆1 nach
𝑇1 stattfindet. Nach Schwingungsrelaxationen zum niedrigsten Schwingungsniveau
kann das Elektron dann unter Phosphoreszenz (𝑃 ) in den Grundzustand zurück-
kehren. Die Phosphoreszenz beansprucht wegen der 𝑆1-𝑇1-Übergänge mehr Zeit und
ist im Gegensatz zur Fluoreszenz noch nach Abschalten der Anregung messbar.
Fluoreszenz wird in 10−10–10−6 s ab der Anregung des Elektrons beobachtet, sodass
interne Umwandlungen abgeschlossen sind und damit Übergänge meist vom ersten
angeregten Zustand 𝑆1 zum Grundzustand 𝑆0 vorliegen. Da die Lebensdauer der
Fluoreszenz mit ca. 10−8 s relativ lang gegenüber molekularen Bewegungen ist, kön-
nen aus der Messung der Fluoreszenz sowohl Informationen über strukturelle und
dynamische Eigenschaften der angeregten Moleküle erhalten werden als auch über
deren Umgebung.
Messungen der Fluoreszenz liefern Informationen über die relative Winkelände-
rung des Fluorophors zwischen der Zeit der Absorption und der Emission. In Flüs-
sigkeiten rotieren Fluorophore in 5 · 10−11–10−10 s, somit kann das Molekül viele
Male während der Lebensdauer des angeregten Zustands rotieren und damit wird
die Orientierung der polarisierten Emission willkürlich. Fluorophore in nicht viskosen
Flüssigkeiten zeigen damit eine Anisotropie nahe Null. Die Bewegung der Fluoro-
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phore kann durch umliegende Moleküle verringert werden, sodass die zu messende
Anisotropie auch Informationen über die Beweglichkeit der umgebenen Moleküle
enthält.
Um die Anisotropie messen zu können, ist es notwendig, die Probe mit linear
polarisiertem Licht anzuregen. Dazu wird ein Polarisator in den Anregungsstrahl
positioniert, der um 90∘ gekippt werden kann. Ein weiterer Polarisator - der Analy-
sator - zwischen Probe und Detektor analysiert die Fluoreszenzpolarisation, indem
die Intensität gemessen wird, die der Analysator bei paralleler (𝐼‖) und senkrechter
(𝐼⊥) Stellung zum ersten Polarisator durchlässt. Diese Intensitäten werden benutzt,
um die Anisotropie 𝑟, die das Ausmaß der Polarisation beschreibt,
𝑟 = 𝐼‖ − 𝐼⊥
𝐼‖ + 2𝐼⊥
(2.79)
zu berechnen. Die Anisotropie ist unabhängig von der eingestrahlten Intensität, da
die Differenz der polarisierten Intensitäten (𝐷𝑃 = 𝐼‖ − 𝐼⊥) auf die Gesamtinten-
sität (𝐼‖ + 2𝐼⊥) normiert wird. 𝐷𝑃 wird als Maß für den Grad der Polarisierung
des Emissionslichts verwendet. Werden die Fluorophore während der Zeit zwischen
Absorption und Emission nicht in ihrer Rotation behindert, so ist 𝐷𝑃 = 0. Das an-
dere Extrem 𝐷𝑃 = 1 bedeutet, dass der Fluorophor in der gleichen Ausrichtung wie
zum Zeitpunkt der Absorption emittiert. Da die Empfindlichkeit reeller Detektoren
von der Orientierung des polarisierten Lichts abhängt, kann Gleichung 2.79 nicht
unmodifiziert benutzt werden. Um dies zu berücksichtigen, werden die Variablen 𝑆𝑉
bzw. 𝑆𝐻 für die vertikale bzw. horizontale Empfindlichkeit des Detektors eingeführt.
Die eigentlich detektierte Intensität 𝐼𝑉 𝑉 bzw. 𝐼𝐻𝑉 ist dann
𝐼𝑉 𝑉 = 𝑘𝑆𝑉 𝐼‖ bzw. (2.80)
𝐼𝑉 𝐻 = 𝑘𝑆𝐻𝐼⊥ , (2.81)
wobei 𝑘 für die polarisationsunabhängige Abschwächung der Emission und 𝐼‖ bzw. 𝐼⊥
für die einfallende Intensität stehen. Die Indizes 𝑉 für Vertikal und 𝐻 für Horizontal
repräsentieren dabei die Stellung des ersten und zweiten Polarisators zur Ebene,
welche durch die Quelle, die Probe und den Detektor aufgespannt wird. Werden
die so erhaltenen Gleichungen 2.80 und 2.81 in Gleichung 2.79 eingesetzt, so wird
nach einfacher Umformung und Definition eines Faktors 𝐺 = 𝑆𝑉 /𝑆𝐻 die gängige
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Gleichung der Anisotropie erhalten
𝑟 = 𝐼𝑉 𝑉 −𝐺𝐼𝑉 𝐻
𝐼𝑉 𝑉 + 2𝐺𝐼𝑉 𝐻
. (2.82)
Der Faktor G wird einfach bestimmt, indem horizontal polarisiertes Licht einge-
strahlt wird und sowohl die horizontale als auch die vertikale Intensität bestimmt
wird. Die beiden Intensitäten 𝐼𝐻𝐻 und 𝐼𝐻𝑉 unterscheiden sich dabei nur durch den
𝐺-Faktor, da das elektrische Feld gleichmäßig verteilt ist (Abbildung 2.15):
𝐺 = 𝑆𝑉
𝑆𝐻
= 𝐼𝐻𝑉
𝐼𝐻𝐻
= 𝑆𝑉 𝐼⊥
𝑆𝐻𝐼⊥
. (2.83)
Häufig wird in der Literatur neben der Anisotropie auch die Polarisation 𝑃
Abbildung 2.15: Schematische Darstellung der Polarisationsrichtungen 46
verwendet:
𝑃 = 𝐼‖ −𝐺𝐼⊥
𝐼‖ +𝐺𝐼⊥
. (2.84)
Beide Größen enthalten die gleiche Information und können einfach ineinander über-
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führt werden:
𝑃 = 3𝑟2 + 𝑟 (2.85)
𝑟 = 2𝑃3− 𝑃 . (2.86)
Die Messergebnisse spiegeln lediglich die Veränderungen in den Bereichen der Mem-
bran wider, in denen das Fluorophor vorliegt. Als Fluorophor wurde TMA-DPH
verwendet, das in geringer Konzentration in der Membran zu keiner Veränderung
der Membranstruktur führt (Strukturformel siehe Abbildung 2.16). 45 TMA-DPH
lagert sich bei Hinzugabe einer Vesikellösung sofort in die äußere Lipidschicht ein. 66
Die Probe wurde kurz vor der Messung mit TMA-DPH versetzt, da TMA-DPH über
längere Zeit in wässriger Lösung instabil ist. 67 Aufgrund der positiven Ladung liegt
TMA-DPH in der Membran überwiegend in der Nähe der Phospholipidkopfgruppe
im inneren lipophilen Bereich der Fettsäureketten vor und ist mit den hydrophilen
Kopfgruppen verankert. 44 Somit ist der polare Teil von TMA-DPH an der Grenzflä-
chenregion der Membran verankert und der Übergangsdipol daher nahezu parallel
zu den Ketten der Lipide ausgerichtet. 66 Die Anregungs- und Emisionswellenlän-
ge wurde zu 362 nm bzw. 432 nm bestimmt. Die optische Dichte der Probe bei der
Anregungswellenlänge war vernachlässigbar. Die steady-state Fluoreszensmessungen
wurden an einem Spektrometer des Typs K2 von der Firma ISS (ISS Inc., Cham-
paign, Urbana, IL) durchgeführt.
Abbildung 2.16: Strukturformel von TMA-DPH
Kapitel 3
Ergebnisse und Diskussion
3.1 Thermodynamische Analyse des thermotro-
pen Phasenverhaltens von PLFE im Vergleich
zu DPPC
3.1.1 Berechnung der adiabatischen Kompressibilität aus
der Ultraschall- und Dichtemessung
Die strukturellen Änderungen der Phasenumwandlungen führen zu Veränderungen
in den thermodynamischen Parametern, die die Lipide beschreiben. Da die Ultra-
schallmessung die direkte Bestimmung der temperaturabhängigen adiabatischen
Kompressibilität ermöglicht, kann die temperaturabhängige Phasenumwandlung von
Lipiden über eine Änderung der Ultraschallgeschwindigkeit nachgewiesen werden.
Die Ultraschallgeschwindigkeit 𝑢 wird durch die Generierung von stehenden Wellen
bei einer Resonanzfrequenz 𝑓𝑛 in einem Resonator mit der Resonatorlänge 𝐷 und
einer festgelegten Ordnungsnummer 𝑛 detektiert. Daher folgt aus Gleichung 2.13
und 2.14
𝑢 = 2𝐷𝑓𝑛
𝑛
. (3.1)
Weiterhin wird die Geschwindigkeitszahl [𝑢] nach Messen der Ultraschallgeschwin-
digkeit der Probenlösung 𝑢 und des Lösungsmittels 𝑢0 bestimmt und dann in Ab-
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hängigkeit von der Temperatur aufgetragen (Abbildung 3.1)
[𝑢] = 𝑢− 𝑢0
𝑢0𝑐𝑀
. (3.2)
Bei 𝑐𝑀 handelt es sich hierbei um die Massenkonzentration. Es ist meist sinnvoller,
die Geschwindigkeitszahl [𝑢] zu betrachten als den Absolutwert der Geschwindig-
keit 𝑢, da [𝑢] eine relative Änderung pro Maßeinheit der Konzentration ist. Die
Ultraschallmessungen an DPPC-Dispersion (Abbildung 3.1) zeigen eine leichte Ge-
schwindigkeitsabnahme bis ca. 33 ∘C, die mit der Phasenumwandlung aus der 𝐿𝛽′-
Phase in die 𝑃𝛽′-Phase übereinstimmt. Die regide Membran wird durch die Neigung
der Lipide und dem größeren Anteil an gauche-Isomeren weicher, sodass sie flexibler
wird und die Schallwellen nicht mehr so leicht weitergeben, womit die Schallge-
schwindigkeit absinkt. 68 Weiterhin kann eine sehr deutliche Abnahme der Ultra-
schallgeschwindigkeit bei ca. 40, 5 ∘C beobachtet werden, die der Phasenumwand-
lung aus der 𝑃𝛽′-Phase in die 𝐿𝛼-Phase entspricht. Die Lipide in der fluiden Phase
sind weniger stark miteinander gekoppelt, besitzen eine höhere Beweglichkeit und
die Ketten besitzen eine große Zahl an gauche-Isomeren, sodass die Lipide noch fle-
xibler gegenüber Druckänderungen sind, wodurch die Schallgeschwindigkeit weiter
absinkt. 68
Im Gegensatz zum DPPC ändert sich die Schallgeschwindigkeit des PLFEs nur ge-
ringfügig mit der Temperatur. Trotzdem ist eine Änderung der Schallgeschwindigkeit
bei ∼ 43 ∘C zu erkennen, die wahrscheinlich einem Phasenübergang entspricht (Ab-
bildung 3.2). Obwohl der Phasenübergang im Vergleich zu DPPC nur sehr schwach
ausgeprägt ist, lässt sich eine ähnlicher Trend beobachten, d. h. die Umwandlung
von einer rigiden Phase in eine fluidere Phase mit zunehmender Temperatur (Ab-
bildung 3.1). Mit Hilfe der Dichtemessung konnte für die PLFE-Probe kein Pha-
senübergang nachgewiesen werden, da die Änderung der Dichte für die Sensitivität
des Densitometers zu gering war (Abbildung 3.3) bzw. die Dichteänderung bei der
Phasenumwandlung extrem klein ist (Δ𝜌 < 10−3 g/cm−3). Der Vergleich mit DPPC
zeigt jedoch, dass sich die Hauptumwandlung anhand der Dichteänderung eindeutig
nachweisen lässt. In Abbildung 3.3 ist für DPPC deutlich die Umwandlung von der
𝑃𝛽′-Phase in die 𝐿𝛼-Phase bei ∼ 41 ∘C zu erkennen. Wie zu erwarten ist bei beiden
Proben ein Absinken der Dichte mit der Temperatur zu erkennen. Die Lipide bewe-
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Abbildung 3.1: Beispielhafte Messung der Ultraschallgeschwindigkeitszahl in Abhängigkeit
von der Temperatur an DPPC und PLFE
gen sich stärker und nehmen mehr Raum in Anspruch, was zu einer Reduzierung
der Dichte führt.
Die Dichtemessungen der Probenlösung 𝜌 und des Lösungsmittels 𝜌0 (hier immer
Wasser) ermöglichen die Berechnung des partiellen spezifischen Volumens der Lipide
nach Gleichung 2.12 unter der Voraussetzung, dass die Lipide stark verdünnt sind
𝜈0 =
(︃
𝜕𝜈
𝜕𝑛
)︃
∼= 1
𝜌0
− 𝜌− 𝜌0
𝜌0𝑐𝑀
. (3.3)
Hierbei wurde durch die Molmasse des Lipids geteilt, was dazu führt, dass die Stoff-
mengenkonzentration 𝑐 (mol/L) zur Massenkonzentration 𝑐𝑀 (g/L) wird. DPPC
zeigte sowohl bei der Dichtemessung (Abbildung 3.3) als auch beim partiellen spe-
zifischen Volumen eine sprunghafte Änderung bei 41 ∘C, welche auf die Konformati-
onsänderungen der Acylketten des Lipids zurückzuführen ist (Abbildung 3.4). PLFE
wies dagegen keine signifikante Änderung auf, weder in der Dichte noch im parti-
ellen spezifischen Volumen. Letzteres gibt an, welches Volumen jedem Molekül zur
Verfügung steht. Durch die steigende Temperatur und Konformationsänderungen
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Abbildung 3.2: Beispiel einer Ultraschallmessung von PLFE mit Änderung der Steigung am
Phasenübergang bei ∼ 43 ∘C
Abbildung 3.3: Temperaturabhängigkeit der Dichte 𝜌 von DPPC und PLFE
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(Zunahme an gauche-Isomeren und Kinken) nehmen die Lipide immer mehr Raum
ein; folglich nimmt das partielle Volumen zu und die Dichte mit der Temperatur
ab. Die Lage des Phasenübergangs aus der Dichtemessung stimmt mit dem aus
der Ultraschallmessung gut überein. Da für die meisten Substanzen der Beitrag der
Kompressibilität zur Geschwindigkeitszahl [𝑢] mehr als zweimal größer ist als der
der Dichte, kann bei PLFE der Phasenübergang in der Temperaturabhängigkeit der
Geschwindigkeitszahl beobachtet werden. 49
Abbildung 3.4: Partielles spezifisches Volumen von DPPC und PLFE
Die propagierende Ultraschallwelle hängt nach Gleichung 2.23 von der Dichte 𝜌
und dem adiabatischen Kompressibilitätskoeffizienten 𝛽𝑆 des Mediums ab. In Kom-
bination mit der Dichtemessung kann der Kompressibilitätskoeffizient für Wasser
ermittelt werden.
𝛽𝑆,0 =
1
𝑢20𝜌0
. (3.4)
Unter Annahme der Additivität aller Komponenten des Systems lässt sich die par-
tielle spezifische adiabatische Kompressibilität 𝜅0𝑆 des Lipids berechnen. Sie ist ge-
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geben durch
𝜅0𝑆 =
(︃
𝜕𝜅𝑆
𝜕𝑛
)︃
=
(︃
𝜕𝜈0
𝜕𝑝
)︃
𝑆
∼= 𝛽𝑆,0
(︃
2(𝜈0 − [𝑢])− 1
𝜌0
)︃
. (3.5)
Die partielle spezifische adiabatische Kompressibilität 𝜅0𝑆 ist direkt mit dem par-
tiellen spezifischen adiabatischen Kompressibilitätkoeffizienten 𝛽lipid𝑆 des Lipids
durch das partielle spezifische Volumen 𝜈0 des Lipids verknüpft:
𝜅0𝑆 = 𝜈0𝛽
lipid
𝑆 . (3.6)
DPPC zeigt im Verlauf der adiabatischen Kompressibilität einen Phasenübergang
bei etwa 40, 5 ∘C (Abbildung 3.5), der mit den zuvor ermittelten Hauptphasenüber-
gangstemperaturen gut übereinstimmt. Die adiabatische Kompressibilität bei PLFE
besitzt eine Änderung in der Steigung bei ∼ 39, 5 ∘C, was auf einen Phasenübergang
bei dieser Temperatur hindeutet (Abbildung 3.6). Die Übergangstemperatur der
adiabatischen Kompressibilität stimmt in etwa (Δ𝑇 = 3, 5 ∘C) mit der Phasenüber-
gangstemperatur, die durch die Ultraschallmessung bestimmt wurde, überein. Im
Vergleich zu PLFE liegt die Kompressibilität von DPPC nach dem Hauptübergang
um das 1,5-fache über der Kompressibilität von PLFE. PLFE ist also bei höheren
Temperaturen viel steifer.
3.1.2 Bestimmung der isothermen Kompressibilität mittels
Ultraschallmessung, DSC und PPC
Die DSC-Messung ist in der Lage, die Rate der Energieabsorption durch die Probe,
die proportional zur spezifischen Wärme der Probe verläuft, zu messen, da die spe-
zifische Wärme bei jeder Temperatur die Menge der thermischen Energie ist, die
benötigt wird, um die Temperatur der Probe um ein gewisses Maß zu ändern. Jeder
Übergang, der mit einer Änderung der spezifischen Wärme einhergeht, produziert
eine Diskontinuität im Leistungssignal, d. h. er ist mit einer endothermen oder exo-
thermen Enthalpieänderung verbunden. 69 Aus der DSC-Messung resultiert die Wär-
mekapazität bei konstantem Druck, aus der die partielle spezifische Wärmekapazität
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Abbildung 3.5: Spezifische adiabatische Kompressibilität von PLFE und DPPC in Abhängig-
keit von der Temperatur
Abbildung 3.6: Spezifische adiabatische Kompressibilität von PLFE in Abhängigkeit von der
Temperatur
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berechnet werden kann
𝑐0𝑝 =
Δ𝐶𝑝
𝑚
+ 𝜈
0
𝜈00
𝑐𝑝,0 , (3.7)
wobei 𝑚 der Masse des Lipids entspricht. Sowohl bei DPPC als auch bei PLFE kann
ein endothermer Übergang beobachtet werden (Abbildung 3.7 und 3.8). Dies liegt
darin begründet, dass die Lipide unter Aufnahme von Wärme in eine für die jewei-
lige Temperatur günstigere Konformation übergehen. Beim Übergang muss nicht
zwangsläufig Wärme aufgenommen werden; so wurde bei PLFE beim ersten DSC-
Scan ein exothermer Übergang bei 78, 5 ∘C beobachtet, der mit einem Übergang in
eine kubische Phase in Verbindung gebracht wurde. 41,57 Dieses Verhalten konnte
mit der vorliegenden PLFE-Probe nicht beobachtet werden. Nach Nagel existiert
Abbildung 3.7: Wärmekapazität direkt aus der DSC-Messung (Δ𝐶𝑝) sowie die berechnete
partielle spezifische Wärmekapazität (𝑐0𝑝) von DPPC in Abhängigkeit von der Temperatur
(berechnet nach Gleichung 3.7)
nur dann eine deutliche Anomalie der thermodynamischen Funktionen, wenn die
intermolekularen Interaktionen die Lipide zu einem kooperativen Verhalten zwin-
gen. 70 Lipide, die eine gauche-Konformation annehmen, benötigen den entsprechen-
den Raum, der bei starken intermolekularen Interaktionen nur bereitgestellt werden
kann, wenn die Nachbarlipide ebenfalls ihre Konformation ändern. Sind die inter-
3.1 Thermodynamische Analyse des thermotropen Phasenverhaltens von PLFE im
Vergleich zu DPPC 51
Abbildung 3.8: Wärmekapazität direkt aus der DSC-Messung (Δ𝐶𝑝) sowie die berechnete
partielle spezifische Wärmekapazität (𝑐0𝑝) von PLFE in Abhängigkeit von der Temperatur
molekularen Interaktionen abgeschwächt, so wird auch das kooperative Verhalten
schwächer, was zu mehr graduellen Änderungen der thermodynamischen Funktio-
nen führt.
Die Wärmekapazität von DPPC zeigt in Abhängigkeit von der Temperatur ein
kleines Maximum (Vorumwandlung) bei 35, 2 ∘C und ein deutliches Maximum
(Hauptübergang) bei 41 ∘C (Abbildung 3.7). Der DSC-Peak ist im Vergleich zu der
PLFE-Messung sehr schmal und weist damit auf ein starkes kooperatives Verhalten
der Lipide beim Phasenübergang hin. Demgegenüber liegt das Maximum der DSC-
Kurve für PLFE bei ∼ 35, 5 ∘C und ist stark verbreitert. Das kooperative Verhalten
ist schwach ausgeprägt. Die starke Verbreiterung deutet auf einen Phasenkoexis-
tenzbereich hin, in dem der Übergang von lamellar nach lamellar mehr oder weniger
stetig verläuft (Abbildung 3.8). 41
Die nach Gleichung 2.27 berechnete Enthalpieänderung Δ𝐻 von PLFE von
∼ 6, 2 kJ/mol liegt im gleichen Bereich (∼ 3, 8 kJ/mol bei 𝑇 = 44 ∘C) wie bei
den Archaeen, die bei einer Temperatur von 78 ∘C gewachsen sind. 41 Die Enthal-
pieänderung Δ𝐻 für den Hauptübergang von DPPC von ∼ 33, 6 kJ/mol weicht
nur gering von Werten aus anderen Publikationen (35 kJ/mol) ab und ist damit
fünf mal größer als bei PLFE. 40 Zur Berechnung der Enthalpieänderung wurde ein
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von MicroCal bereit gestelltes Script für Origin 7 benutzt und dabei eine kubische
Funktion als Basislinie durch die Messung gelegt. Ein guter Fit der Kurve konnte
mit einer Zweizustandsfunktion (MN-2State-Function) erhalten werden, die die An-
nahme eines Phasenkoexistenzbereichs unterstützt. Dieses Verhalten könnte aus der
Beschaffenheit des verwendeten PLFEs herrühren, da PLFE aus GDNT und GDGT
besteht.
PPC wird verwendet, um den Wärmefluss durch Anwendung von kleinen Druck-
änderungen (Drucksprünge von 3− 5 bar) an Probe und Referenzlösung zu messen.
Dabei wird die Proben- und Referenzzelle bei gleicher Temperatur im Kalorimeter
gehalten. Der Wärmefluss, der bei Konformationsänderungen auftritt, ist direkt mit
dem thermischen Expansionskoeffizienten 𝛼 verbunden. Die PPC-Messungen können
in den gleichen Zellen wie die DSC-Messungen durchgeführt werden.
Analog zu der DSC-Messung ist bei dem thermischen Ausdehnungskoeffizienten
von DPPC ein deutlicher Peak bei 41 ∘C zu erkennen (Abbildung 3.9). Im Ver-
gleich dazu ist bei PLFE das Maximum erneut nur schwach bei ∼ 32 ∘C ausge-
prägt (Abbildung 3.9). Die relative Volumenänderung Δ𝑉/𝑉 , berechnet nach Glei-
Abbildung 3.9: Thermischer Ausdehnungskoeffizient 𝛼 von DPPC und PLFE
3.1 Thermodynamische Analyse des thermotropen Phasenverhaltens von PLFE im
Vergleich zu DPPC 53
chung 2.35, beläuft sich bei PLFE auf∼ 0, 39% und rührt wahrscheinlich von der Vo-
lumenänderung in den Ketten und/oder den Kopfgruppen her (im Vergleich DPPC
(Δ𝑉/𝑉 ≈ 4%). 71,72 Werden die Ergebnisse der XRR-Messung mit herangezogen
(vgl. Kapitel 3.2.2), so sind es die Kopfgruppen, die den wesentlichen Beitrag zu der
Volumenänderung liefern. Demgegenüber wurde bei PLFE-MLVs (multilamellare
Vesikel) aus Zellen, die bei 78 ∘C wuchsen, eine Volumenänderung von 0, 10−0, 14%
bei 𝑇 = 41 ∘C gemessen. 41 Der Unterschied liegt in den verschiedenen Wachstum-
stemperaturen, der Vesikelgröße und den inhärenten Schwankungen bei der Präpa-
ration der biologischen Proben begründet. Die relative Volumenänderung wurde mit
Hilfe des von MicroCal für Origin 7 geschriebenen Skripts berechnet, wobei die In-
tegrationsgrenzen aus der DSC-Messung bestimmt wurden. Es wurden Messungen
an Wasser zur Korrektur der Lipid/Wassermessung durchgeführt und eine Basisline
unterhalb der so erhaltenen Kurve abgezogen, bevor die Fläche unter der Kurve
bestimmt wurde.
Der thermische Ausdehnungskoeffizient lässt sich auch aus der Dichtemessung be-
rechnen (Abbildung 3.10), die jedoch kein eindeutiges Bild der Änderung des ther-
mischen Ausdehnungskoeffizienten von PLFE in Abhängigkeit von der Temperatur
liefert. Diese Diskrepanz ist in der Sensitivität der benutzten Messverfahren begrün-
det. Die Schwankungen des thermischen Ausdehnungskoeffizienten aus der Dichte-
messung lagen um die der Messwerte aus der PPC-Messung, sodass der Verlauf
in grober Näherung ähnlich ist. Das Signal-Rauschverhältnis ist aber in der PPC-
Messung deutlich besser. Dies lässt sich anhand der Messungen von DPPC verifizie-
ren (Abbildung 3.11). Die aus den kalorimetrischen Messungen ermittelten Größen
𝛼 und Δ𝐶𝑝 ermöglichen nun die Berechnung der partiellen spezifischen isothermen
Kompressibilität 𝜅0𝑇 , die definiert ist als
𝜅0𝑇 = 𝜅0𝑆 +
𝑇𝛼20
𝜌0𝑐𝑝,0
(︃
2𝛼
0𝜈0
𝛼0
− 𝑐
0
𝑝
𝜌0𝑐𝑝,0
)︃
. (3.8)
Analog zur adiabatischen Kompressibilität (Gleichung 3.6) ist die isotherme Kom-
pressibilität über die Kompressibilität des Lipids definiert:
𝜅0𝑇 = 𝜈0𝛽
lipid
𝑇 . (3.9)
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Abbildung 3.10: Thermischer Ausdehnungskoeffizient 𝛼 von PLFE, berechnet aus der PPC-
Messung bzw. der Dichtemessung
PLFE weist in der isothermen und adiabatischen Kompressibilität einen ähnlichen
Verlauf mit der Temperatur auf. Bei beiden ist nur eine schwache Änderung im
linearen Verlauf um 𝑇 ≈ 38 ∘C (𝜅0𝑇 = 36, 9 ∘C bzw. 𝜅0𝑆 = 39, 5 ∘C) zu erkennen (Ab-
bildung 3.6 und 3.13). Der Unterschied zwischen der isothermen und adiabatischen
Kompressibilität ist bei wässrigen Lösungen nur gering, da Wasser für 𝑐𝑝,0 große
Werte annimmt und für 𝛼0 kleine. 49,73
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Abbildung 3.11: Thermischer Ausdehnungskoeffizient 𝛼 von DPPC, berechnet aus der PPC-
Messung bzw. der Dichtemessung
Abbildung 3.12: Partielle spezifische isotherme Kompressibilität von DPPC und PLFE in
Abhängigkeit von der Temperatur
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Abbildung 3.13: Partielle spezifische isotherme Kompressibilität von PLFE in Abhängigkeit
von der Temperatur
3.1.3 Ermittlung von Fluktuationsparametern
Die Phasenumwandlungen von Lipiden gehen mit einer diskontinuierlichen Ände-
rung der physikalischen Eigenschaften, wie z.B. der molaren Entropie, dem molaren
Volumen, dem isobaren Ausdehnungskoeffizienten oder der molaren Wärme, einher,
wenn es sich um eine Phasenumwandlung erster Art handelt. Bei einer Phasenum-
wandlung zweiter Art hingegen würden sich diese Größen als stetig erweisen und
ihre Ableitungen als diskontinuierlich (Abbildung 3.14). 74 Das System wird wäh-
rend eines Phasenübegangs zweiter Ordnung von Fluktuationen dominiert.
Aus den vorherigen kalorimetrischen Messungen mit der Bestimmung der isother-
men Kompressibilitätskoeffizienten 𝛽𝑇 ist es nun möglich, die mittleren Volumen-
fluktuationen ⟨
Δ𝑉 2
⟩
= 𝑅𝑇𝐾𝑇 = 𝑅𝑇𝜅0𝑇𝑀 (3.10)
und daraus die relativen Volumenfluktuationen zu berechnen√︃
⟨Δ𝑉 ⟩2
𝑉 2
=
√︃
𝑅𝑇𝛽lipid𝑇
𝜈0𝑀
. (3.11)
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Abbildung 3.14: Überblick über Änderungen thermodynamischer Größen bei A) Phasenüber-
gängen erster Ordnung B) Phasenübergängen zweiter Ordnung 75
Das Verhalten der relativen Volumenfluktuationen ist analog zu der thermischen
Kompressibilität (Abbildung 3.15 und 3.16). Die Fluktuationen in PLFE sind sehr
gering und stimmen mit den Beobachtungen von ungewöhnlich geringen und tempe-
raturunempfindlichen Protonenpermeabilitäten überein. 27,76,77 Der Phasenübergang
von PLFE bei 𝑇 ≈ 40 ∘C verhält sich primär wie ein Phasenübergang erster Ord-
nung, da das bei einem Phasenübergang zweiter Ordnung zu erwartende kritische
Verhalten (Divergenz von 𝜅𝑇 , 𝛼) nicht beobachtet werden konnte.
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Abbildung 3.15: Volumenfluktuationen von DPPC und PLFE in Abhängigkeit von der Tem-
peratur
Abbildung 3.16: Volumenfluktuationen von PLFE in Abhängigkeit von der Temperatur
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3.2 Strukturelle Charakterisierung der fest-
körperunterstützten PLFE-Membran in Ab-
hängigkeit von der Temperatur
3.2.1 Bestimmung der Membranschichtdicke mittels AFM
Um sich ein Bild von den festkörperunterstützten PLFE-Membranen auf den Si-
Wafern zu machen, wurden AFM-Messungen durchgeführt. In Abbildung 3.17
ist die Oberfläche eines präparierten Si-Wafers für die XRR-Messung zu sehen.
Die Probe wies Löcher auf (schwarz dargestellt), die vermutlich durch das ab-
rupte Abkühlen der Probe nach der Messung in der XRR-Kammer entstanden
sind. Diese Löcher ermöglichten die Ermittlung der Gesamtschichtdicke der PLFE-
Membran an unterschiedlichen Punkten der Probe. Des Weiteren konnten einzelne
Stufen ausgemessen werden, die auf die Schichtdicke einer einzelnen Lipidschicht
schließen lassen. Im Mittel ergab die AFM-Messung die Schichtdicke einer PLFE-
Membranschicht von 4, 99 nm, was im Einklang mit der ermittelten Schichtdicke
einer PLFE-Membranschicht von 5, 58 nm bei 𝑇 = 50 ∘C aus der XRR-Messung
steht (Abbildung 3.17). Die Gesamtzahl der Lipidstapel auf der Waferoberfläche
beläuft sich an der dicksten Stelle auf ∼ 37. Die Probe hatte eine geschlossene
Oberfläche mit einer abnehmenden Zahl an Schichten zum Rand hin. Messungen an
unterschiedlichen Stellen ergaben im Mittel eine Schichtdicke von 126 nm, was einer
Schichtanzahl von 25± 2 entspricht.
3.2.2 Bestimmung der Membranschichtdicke und des tem-
peraturabhängigen Phasenverhaltens mittels XRR
Die XRR-Messungen geben einen Einblick in die Strukturänderungen der Lipide
in Abhängigkeit von der Temperatur durch Ermittlung der Dicken und Elektro-
nendichten der einzelnen Schichten. Die Gesamtschichtdicke der festkörperunter-
stützten PLFE-Membran (Wasser + Lipid) wurde als Mittelwert der Peakmaxi-
ma aus den Reflektionskurven berechnet. In Abbildung 3.18 ist beispielhaft eine
Reflektionskurve dargestellt. Die äquidistanten Braggreflexe lassen auf eine lamel-
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Abbildung 3.17: Oben: AFM-Aufnahme der PLFE-Lipidschicht nach der Messung mit der
XRR eines maximalen Scanbereichs von 100 nm × 100 nm in Falschfarbendarstellung. Die
Farbskala entspricht einer Gesamthöhe von 100 nm; Mitte: Analyse eines Höhenprofils (schwar-
ze Linie im Bild). Die Werte entsprechen der Höhendifferenz der markierten Punkte; Unten:
vergrößerter Ausschnitt mit Höhenanalyse
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Abbildung 3.18: Reflektionskurve von PLFE mit äquidistanten Braggreflexen bei 54, 9 ∘C und
100% Hydratation
lare Struktur schließen, die durchweg bei allen Messungen beobachtet wurde. Die
Reflektionskurven in Abbildung 3.19 zeigt eine Aufspaltung der Braggreflexe, was
auf eine Koexistenz zweier lamellarer Phasen deutet. Diese Aufspaltung zeichne-
te sich meist erst bei höheren Temperaturen deutlich ab. Die Gesamtschichtdicke
𝑑𝑔 der untersuchten Proben zeigt für PLFE durchweg den gleichen Temperaturver-
lauf (Abbildung 3.23). Mit Zunahme der Temperatur bis 65 ± 5 ∘C nahm sie ab,
um dann bei höherer Temperatur wieder anzusteigen. Die große Differenz der An-
fangswerte der Kurven scheint sich auf unterschiedlich starke Hydratationen der
Lipide zurückführen zu lassen. In Abbildung 3.20 ist der Hydratationsverlauf in
Abhängigkeit von der Zeit dargestellt. Die Graphik zeigt, wie sich die Schichtdicke
nach anfänglicher Erhöhung wieder verringert. Eine hydratationsbedingte Konfor-
mationsänderung der Lipide könnte ein Grund für dieses Verhalten sein, die dazu
führt, dass weniger Wasser zwischen den Schichten eingelagert wird. Im Vergleich
dazu ist das Hydratationsverhalten von DPPC in Abbildung 3.21 zu sehen, das ein
kontinuierliches Anschwellen der Gesamtschichtdicke bis zur Sättigung zeigt. Die
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Abbildung 3.19: Deutliche Aufspaltung des Braggreflexes von PLFE bei 65, 1 ∘C und 100%
Hydratation bei hohen 𝑞𝑧-Werten
Lipidmembran war nach ca. 36 Stunden voll hydratisiert. DPPC zeigt sein bekann-
tes Verhalten bezüglich der Temperaturabhängigkeit der lamellaren Schichtdicke 𝑑𝑔
(𝑑𝑔 = 𝑑𝐿𝑖𝑝𝑖𝑑+ 𝑑𝑊𝑎𝑠𝑠𝑒𝑟) mit einer Vorumwandlung bei ∼ 35 ∘C und einen Hauptüber-
gang bei ∼ 41 ∘C (Abbildung 3.22). Die Phasenübergangstemperaturen stimmen
mit der Literatur gut überein, so wurde von Tenchov et al. Übergangstemperaturen
von ∼ 34 ∘C bzw. ∼ 41 ∘C gemessen. 78 Es ist möglich, die zahlreichen durchgeführ-
ten temperaturabhängigen PLFE-Messungen anhand des Anfangsverhaltens in eine
Gruppe mit großer Anfangsschichtdicke (121± 5Å), die einen steilen Kurvenverlauf
zeigt und eine Gruppe mit kleinerer Anfangsschichtdicke (94 ± 4Å) mit einem fla-
cheren Kurvenverlauf zu unterteilen. Allen Messungen ist gemein, dass sie bei einer
Temperatur von 67, 6±3 ∘C ein Minimum der Gesamtschichtdicke (77±6Å) aufwei-
sen und dass sich bei höheren Temperaturen die Gesamtschichtdicke wieder erhöht
(bei 𝑇 = 85 ± 5 ∘C auf 𝑑𝑔 = 89 ± 5Å). Es zeigt sich also, dass sich die Messungen
prinzipiell nur in der Deutlichkeit ihres temperaturabhängigen Kurvenverlaufs un-
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Abbildung 3.20: Zeitliche Entwicklung der Gesamtschichtdicke 𝑑𝑔 des PLFE-Lipidfilms in der
Probenkammer bei 𝑇 = 24, 0 ∘C und 100% Luftfeuchte durch Hydratation des Lipidfilms
terscheiden, was wahrscheinlich auf kinetische Effekte bei der Hydratation der Probe
zurückzuführen ist.
Da die PLFE-Lipide die gesamte Membran durchspannen, 37,79 lassen sich die
Membranschichten als Schicht aus Kopfgruppe/Kette/Kopfgruppe (Lipid) und Was-
ser interpretieren, die sich wiederholen. Für die Berechnung des Elektronendichtepro-
fils wurde weiterhin eine Wasserschicht sowohl auf der Lipidprobe als auch direkt
über dem Si-Wafer mit Parratt angenommen (siehe Kapitel 2.7 Abbildung 2.12).
Dieser Aufbau der Schichten ergab bei den Fits die beste Übereinstimmung mit
den XRR-Messungen. Die Ergebnisse der erhaltenen Daten sind in Abbildung 3.24
zu sehen. Es war nicht möglich, die Messungen bei Temperaturen unter 50 ∘C mit
Parratt sinnvoll auszuwerten, da die Schichten bei geringer Temperatur nur unge-
nügend korrelierten. Dies lässt sich an den gering ausgeprägten und verbreiterten
Braggreflexen erkennen (siehe Abbildung 4.1 im Anhang).
Das Absinken und wieder Ansteigen der Gesamtschichtdicke (Lipidschicht + an-
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Abbildung 3.21: Zeitliche Entwicklung der Gesamtschichtdicke 𝑑𝑔 des DPPC-Lipidfilms in der
Probenkammer bei 𝑇 = 27, 6 ∘C und 100% Luftfeuchte durch Hydratation des Lipidfilms
Abbildung 3.22: Temperaturabhängige Änderung der Gesamtschichtdicke 𝑑𝑔 (lamellare Wie-
derholungseinheit) des DPPC-Lipidfilms
grenzende Wasserschicht) mit steigender Temperatur, das sich aus der Berechnung
der Braggreflexe ergibt, findet sich auch in den aus Parratt erhaltenen Daten für die
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Abbildung 3.23: Temperaturabhängige Änderung der Gesamtschichtdicke 𝑑𝑔 (lamellare Wie-
derholungseinheit) des PLFE-Lipidfilms mit Mittelwerten der beiden Gruppen von unterschied-
lich Hydratisierten Lipidfilmen. In rot bis gelb Messungen der flacheren und in grün bis blau
Messungen der steileren Gruppe
Lipid + Wasserschicht wieder (Abbildung 3.25). Wird der Kurvenverlauf für das sich
zwischen den Lipiden befindliche Wasser mit dem Kurvenverlauf des reinen Lipids
verglichen (Abbildung 3.25), so zeigt sich, dass der Verlauf der Gesamtschichtdicke
mit steigender Temperatur durch das Verhalten des zwischen den Schichten einge-
lagerten Wassers dominiert wird. Die Dicke des reinen Lipids nimmt im Gegensatz
zur beobachteten Abnahme von ∼ 11, 5% der Gesamtschichtdicke sogar bis ∼ 70 ∘C
leicht zu (∼ 4, 9%) und ist damit im Verlauf genau gegensätzlich zu dem Verlauf
der Gesamtschicht.
Wird die Lipidschicht noch weiter in Kopfgruppe und Kettenregion unterteilt,
wird erkennbar, dass die Dicke der Kettenregion über den Temperaturverlauf hin-
weg leicht sinkt (maximale Änderung ∼ 9, 3%). Die temperaturbedingte Zunahme
der Lipidschicht ist demzufolge im Wesentlichen durch das der Kopfgruppe gegeben
(maximale Änderung ∼ 18, 8%), die den schon erwähnten gegensätzlichen Verlauf
zur Gesamtschichtdicke zeigt (Abbildung 3.26). Die Ketten können nur beschränkt
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Abbildung 3.24: Temperaturabhängige Änderung der Schichtdicken sämtlicher in Parratt
angenommenen Schichten für PLFE-Membranen bei 100% Hydratation
gauche-Konformation annehmen, was zu einer Verkürzung der Kettenlänge führt.
Die Kopfgruppen hingegen schwellen mit der Temperatur, wahrscheinlich durch zu-
nehmende Hydratation, an.
Letztendlich ist es möglich, zusätzlich die Elektronendichte der einzelnen Schichten
zu betrachten. Bei den Fits mit Parratt wurde durchgehend eine Elektronendichte
von 9, 475 · 10−6Å−2 für Wasser angenommen. Das Verhalten der Elektronendich-
te ist in Abhängigkeit von der Temperatur für die Kopfgruppe und Kettenregion
der PLFE-Membran in Abbildung 3.27 dargestellt. Eine wesentliche Änderung der
Elektronendichte der Ketten mit der Temperatur ist nicht zu beobachten, nur ein
leichtes Absinken bei Erhöhung der Temperatur. Die Elektronendichte der Kopf-
gruppen nimmt bis ∼ 70 ∘C leicht ab, um dann bei ∼ 70 ∘C um 4, 2% anzusteigen.
Die Elektronendichte spiegelt den Raumbedarf der betrachteten Regionen wider, so-
mit kann aus den Daten auch eine Aussage über Änderungen der lateralen Packung
gemacht werden. Die Dicke der Kettenregion nimmt mit der Temperatur ab; gleich-
zeitig verringert sich die Elektronendichte der Kettenregion, d. h. das Volumen der
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Abbildung 3.25: Temperaturabhängige Änderung der Schichtdicke des reinen PLFE-Lipids
(Kopfgruppe-Kette-Kopfgruppe) im Vergleich zu der Schichtdicke des Lipids mit Wasser (la-
mellare Wiederholungseinheit)
Ketten nimmt zu. Dieses Verhalten ist nur möglich, wenn sich die laterale Packung
verringert. Die Kettenregion verbreitert sich also bei der Verkürzung der Ketten bis
ca. 75 ∘C. Danach nehmen sowohl die Dicke als auch das Volumen zu und es kann
keine Aussage über das Verhalten der lateralen Packung gemacht werden. Bei der
Kopfgruppenregion geht eine Volumenänderung mit einer Änderung der Schichtdi-
cke einher; beide nehmen bis 70 − 75 ∘C zu, um dann wieder abzunehmen, sodass
auch hier die Volumenzunahme allein von der Dickenzunahme herrühren und keine
Angabe über die laterale Packung getroffen werden kann.
Die Präparation der festkörperunterstützten PLFE-Membranen mittels Spin-
Coating produzierte gleichmäßige Schichten. Die aus den Kiessig-Oszillationen be-
stimmte Anzahl von Schichten beläuft sich auf 18±2, welche in der Berechnung mit
Parratt gut übereinstimmten. Die Gesamtschichtdicke der Membranstapel wird bei
der Messung über die beleuchtete Fläche gemittelt, beinhaltet also auch Randberei-
che ohne Lipid, sodass die erhaltene Anzahl aus der AFM-Messung von 25± 2 nicht
unrealistisch ist.
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Abbildung 3.26: Temperaturabhängige Änderung der Schichtdicke der Kopfgruppe und Ket-
tenregion von PLFE
Abbildung 3.27: Temperaturabhängige Änderung der mit Parratt berechneten Elektronen-
dichte der Kopfgruppe und Kette von PLFE
3.3 Bestimmung der Fluidität von PLFE-Membranen aus
Fluoreszenzanisotropiemessungen 69
3.3 Bestimmung der Fluidität von PLFE-
Membranen aus Fluoreszenzanisotropiemes-
sungen
Die Beweglichkeit der Lipide kann über die Fluoreszenzanisotropie gemessen werden.
Die Lipide sind in der fluiden Phase besonders beweglich und somit gibt die Fluores-
zenzanisotropie auch Auskunft über Phasenübergänge. Die Fluoreszenzanisotropie-
messung zeigt bei DPPC den Hauptphasenübergang bei 40, 7 ∘C (Abbildung 3.28)
und eine Vorumwandlung bei etwa 33, 1 ∘C. Als Kriterium für die Bestimmung der
Abbildung 3.28: Statische Fluoreszenzanisotropie von DPPC und PLFE
Phasenumwandlungen wurden die Wendestellen der Fluoreszenzanisotropiemessung
verwendet. Der starke Unterschied zwischen Anfangswert (0, 35) und Endwert (0, 21)
bei DPPC liegt an der Zunahme der Beweglichkeit der Lipide beim Übergang von
der 𝑃𝛽′-Phase in die fluide 𝐿𝛼-Phase. Im Vergleich dazu ist bei PLFE kaum eine
drastische Veränderung im Phasenübergangsbereich bei 30 − 40 ∘C zu beobachten.
Die Beweglichkeit der Fluorophore scheint kontinuierlich mit der Temperatur leicht
anzusteigen bis zu einer Temperatur von ∼ 60 ∘C, um dann wieder abzunehmen.
Die Anisotropiemessung spiegelt die Rigidität der PLFE-Membranen wider, die sich
kontinuierlich nur wenig mit der Temperatur ändert. Die höchste Beweglichkeit mit
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größter Koformationsunordnung liegt in dem Temperaturbereich, in dem die Zel-
len ursprünglich gewachsen sind (65 ∘C). Ein hieraus abzuleitender Phasenübergang
läge bei ∼ 37, 4 ∘C. Das Fehlen einer deutlichen Änderung der statischen Fluores-
zenzanisotropie in den PLFE-Messungen weist auf das Ausbleiben einer abrupten
Änderung in der Dynamik hin. Die Anisotropie spiegelt prinzipiell das freie Volumen
für die Fluorophore wider und damit auch das der umgebenden Lipidmoleküle. Kahn
et al. detektierten mit Perylen eine abrupte Änderung der Anisotropie in der Nähe
von ∼ 48 ∘C und vermuteten als Grund eine lokale Strukturänderung des PLFE-
Kohlenwasserstoffkerns. 80 Eine bessere Übereinstimmung liegt mit den Messungen
von Kao et al. vor. 81 Die PLFE-Liposomen erschienen dort sehr steif im Bereich
von 15 − 48 ∘C und die laterale Beweglichkeit der mit Perylen markierten Phos-
phatidylcholine in PLFE-Liposomen erhöhte sich bei Temperaturen > 48 ∘C. Die
Resultate implizierten eine Erhöhung der Fluidität der PLFE-Liposomen bei Tem-
peraturen > 58 ∘C. Die gemessene Änderung könnte ein Anzeichen für die Adaption
von Sulfolobus acidocaldarius bei hohen Temperaturen sein.
Kapitel 4
Zusammenfassung
In dieser Arbeit wurden verschiedene Techniken verwendet, um ein tieferes Ver-
ständnis des Phasenverhaltens der Plasmamembran von Sulfolobus acidocaldarius
im Temperaturbereich von 25 − 85 ∘C zu erhalten. Bei den Untersuchungen wurde
das Augenmerk auf die Hauptkomponente der Plasmamembran von Sulfolobus aci-
docaldarius, das sogenannte PLFE, welches von Professor P. L. Chong bereitgestellt
wurde, gerichtet. Die Ergebnisse wurden mit Messungen an DPPC verglichen, da
es ein gut untersuchtes Modellsystem darstellt. Als Messmethoden wurden Dichte-,
Ultraschall- , Fluoreszenzanisotropiemessungen, Druck-Perturbations-Kalorimetrie
(PPC), dynamische Differenzkalorimetrie (DSC)und Röntgen-Reflektometrie einge-
setzt.
Mit Hilfe des Spin-Coating-Verfahrens war es möglich, relativ gleichmäßige und
reproduzierbare Schichten der Lipide auf Siliziumwafer aufzutragen. Die AFM-
Messungen bestätigten, dass durch das Spin-Coating eine zusammenhängende Lipid-
schicht entsteht, die über den gesamten Wafer betrachtet gleichmäßig aufgetragen
war. Die gemessenen Schichtdicken lagen bei ∼ 5 nm für eine PLFE-Lipidschicht
mit einer maximalen Gesamtzahl übereinander liegenden Schichten von ∼ 25. Im
Vergleich dazu lieferten die Kiessig-Oszillationen aus den Röntgenreflektionskurven
einen Mittelwert von 18± 2 Schichten mit einer Lipidschichtdicke von 5, 7± 0, 1 nm.
Die mit Lipid beschichteten Wafer wurden in einer Kammer bei 100% Luftfeuch-
te nach vollständiger Hydratation mit Hilfe der Röntgenreflektometrie untersucht.
Die Röntgenreflektometrie ermöglichte einen Einblick in die strukturellen Eigen-
schaften der Lipide und über das Auftreten von Phasenübergängen. Dazu wurden
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die Röntgenreflektionskurven mit Parratt32 gefittet, um die einzelnen strukturellen
Parameter des Systems zu erhalten. Im Gegensatz zu der sprunghaften Änderung
bei ∼ 34 ∘C und ∼ 41 ∘C der Lipiddicke beim DPPC, konnte für PLFE nur eine
geringe Änderung mit der Temperaturabhängigkeit von der Lipiddicke verzeichnet
werden. Unter Zuhilfenahme von Parratt konnten weitere Erkenntnisse über Schicht-
dicken und Elektronendichten der einzelnen Schichten des PLFE-Membranstapels
gewonnen werden. Die Gesamtschichtdicke der Membranstapel von PLFE auf dem
Si-Wafer nahm zwischen 65 und 70 ∘C um ca. 26% ab (Minimum bei ∼ 7, 7 nm).
Dies rührte von der Abnahme der Wasserschichten zwischen den Membranstapeln
her, welche sich um ca. 64% verringerten. Dieses Verhalten konnte auch nicht durch
eine Zunahme der Lipidschichtdicke von ca. 5% kompensiert werden. Die Länge der
Kohlenwasserstoffketten verkürzte sich durch Konformationsänderung um ca. 9%,
die Kopfgruppe aber vergrößerte sich um ca. 19%. Die Elektronendichte der Ketten
nahm nur unwesentlich mit der Temperatur ab, während sich die Elektronendichte
der Kopfgruppen ab einer Temperatur von ∼ 70 ∘C um 4% erhöhte. Die Elektro-
nendichte der Kopfgruppen erhöhte sich ab einer Temperatur von ∼ 70 ∘C um 4%,
während die Elektronendichte der Ketten nur unwesentlich mit der Temperatur ab-
nahm. Mit dieser Abnahme ging eine Erniedrigung der Kettendicke einher, sodass
eine laterale Verbreiterung der Kettenregion bis ∼ 70 ∘C vorherrschen muss.
Um das temperaturabhängige Verhalten der Kopfgruppen von PLFE zu studieren,
wurden Fluoreszenzanisotropiemessungen mit dem Farbstoff TMA-DPH durchge-
führt, da sich TMA-DPH vorzugsweise in die Kopfgruppenregion der Lipide einla-
gert. Die Messungen zeigten für PLFE, dass die Anisotropie bei einer Temperatur
von ∼ 60 ∘C bzw. bei DPPC von ∼ 41 ∘C am kleinsten war. Demnach ist die
Beweglichkeit des Fluorophors und damit der Kopfgruppen der Lipide bei dieser
Temperatur am größten. Wie zu erwarten zeigte diese Messung bei DPPC durch die
sprunghafte Änderung der Werte einen Phasenübergang von der 𝑃𝛽′-Phase in die
𝐿𝛼-Phase. Dagegen ist bei PLFE lediglich eine kontinuierliche Änderung im Pha-
senübergangsbereich von 30− 43 ∘C festzustellen.
Es wurde keine abrupte Änderung im Temperaturverlauf der Dichte bei PLFE
festgestellt. Die Dichte fällt kontinuierlich mit steigender Temperatur. Im Gegen-
satz dazu wurde bei DPPC ein Sprung bei ∼ 41 ∘C im Kurvenverlauf beobachtet.
Das berechnete partielle Volumen verhielt sich entsprechend und zeigte eine Dis-
kontinuität bei ∼ 41 ∘C für DPPC und einen fast linearen Verlauf von 𝜈(𝑇 ) für
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PLFE. Die Ultraschallmessungen ergaben für PLFE eine Änderung der Ultraschall-
geschwindigkeit bei ∼ 43 ∘C, bei DDPC konnte ansatzweise den Vorübergang bei
∼ 34 ∘C und deutlich der Hauptübergang bei ∼ 41 ∘C beobachtet werden.
Die Ultraschallmessungen ermöglichten es durch die Kombination mit der Dich-
temessung, die adiabatische Kompressibilität zu bestimmen. Wiederum ist eine
sprunghafte Änderung bei DPPC bei ∼ 41 ∘C zu verzeichnen. PLFE hingegen zeigt
einen fast linearen Verlauf mit einem schwach ausgeprägten Maximum bei ∼ 43 ∘C.
Mit Hilfe der DSC und PPC konnte weiterhin die Wärmekapazität und der ther-
mische Ausdehnungskoeffizient der Systeme vermessen werden. DPPC besitzt in
beiden Größen ein Maximum bei ∼ 41 ∘C. PLFE zeigte gegenüber DPPC sowohl in
der Wärmekapazität bei ∼ 34 ∘C als auch im thermischen Ausdehnungskoeffizien-
ten bei ∼ 33 ∘C nur ein schwaches Maximum. Die sich daraus ergebende thermische
Kompressibilität war, bis auf eine Änderung bei ∼ 35 ∘C, linear ansteigend.
Schlussendlich konnte die relative Volumenfluktuationen der Lipidsysteme aus der
isothermen Kompressibilität berechnet werden. Sie weisen ein ähnliches Tempera-
turabhängiges Verhalten auf wie die thermische Kompressibilität. Die geringe Volu-
menfluktuationen sind nicht verwunderlich, da Fluktuationen hoher Amplitude die
Permiabilität der Membran signifikant erhöhen würden und damit die Membranin-
tigrität der Archaemembran bei den hohen Wachstumstemperaturen von Sulfolobus
acidocaldarius, zerstören würde.
Werden die Ergebnisse von PLFE zusammenfassend betrachtet, so ergibt sich das
Bild eines steifen Membranlipids, das sich bei Temperaturveränderungen nur wenig
verändert. Im Temperaturbereich um ∼ 40 ∘C vollzieht sich eine mehr oder weni-
ger kontinuierliche Phasenumwandlung, die sich jedoch nur in einigen strukturellen,
dynamischen und thermodynamischen Parametern widerspiegelt.
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